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Abstract 
The present PhD thesis contributes to the development of new strategies of 
insect control based on the use of RNA interference (RNAi) to silence genes 
playing an important role in physiological homeostasis and reproduction. 
One of the most crucial issues for RNAi use is the selection of target genes, 
which, ideally, should generate lethal phenotypes upon silencing and  
should show limited off-target effects. Here we address this issue by 
selecting genes that are targeted by virulence strategies adopted by parasitic 
wasps to subdue their host insects, trying to mimic mechanisms shaped by 
long-term co-evolution in these antagonistic associations.     
The first part of my PhD work focuses on the functional analysis  of a 
protein encoded by a gene (102) of the tobacco budworm, Heliothis 
virescens (F.). This gene was considered as a good candidate for silencing 
strategies, as data already available in our laboratories seem to indicate its 
down-regulation in larvae parasitized by the endophagous braconid 
Toxoneuron nigriceps (Viereck), through a mechanism mediated by a non-
coding RNA (rc5'ntTnBV) complementary to the 5’UTR.  
In vitro and in vivo experiments have demonstrated that 102 gene has a key 
role in insect immune response, as it is involved in the localization of the 
melanization process of the hemocyte capsule around foreign objects and it 
is crucial for capsule formation. This process is mediated by the amyloid 
fibrils, produced from fragments of P102, stored in large cisterns of rough 
endoplasmic reticulum of granulocytes and spherulocytes. Upon immune 
challenge, amyloid fibrils are released on the surface of the foreign body 
where they form a layer which functions as a molecular scaffold promoting 
localized melanin synthesis and encapsulation. These results demonstrate, 
for the first time, that the amyloid fibrils have a functional key role in insect 
immunity, and have been already published as a part of a collaborative 
effort among different laboratories (Falabella et al., 2012).  
To demonstrate that the non-coding transcript rc5'ntTnBV has the potential 
to actively suppress the immune response of H. virescens, by silencing the 
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102 gene expression through a putative RNAi mechanism, we treated H. 
virescens larvae with dsRNA targeting this gene. Oral microinjection of 
dsRNA targeting the 102 gene into mature H. virescens larvae (but not 
haemocoelic injections) inhibited encapsulation of injected chromatography 
beads and promoted systemic melanization and death of the experimental 
larvae upon immune challenge. Quantitative Real Time PCR (qRT-PCR) 
analysis demonstrated that this immunosuppressed phenotype is associated 
with a significant transcriptional down-regulation of the 102 gene. These 
changes are perfectly in line with the functional data gathered for the P102, 
and indicate that the silencing of this gene severely affects the immune 
response of the tobacco budworm larvae.  
Sequences related to 102 gene are present in different insect species, 
suggesting that functionally homologue genes can occur. Analysis of the 
ESTs available in public databases allowed the identification of the 102 
homologue in Spodoptera littoralis (Boisduval) (102Sl). The role of this 
gene in the immune response was assessed by RNAi mediated silencing. 
Oral microinjections of dsRNA 102Sl into mature host larvae markedly 
inhibited beads encapsulation and promoted only limited surface 
melanization of the beads. However, differently from what was observed in 
H. virescens larvae, systemic melanization did not occur, and treated larvae 
regularly survived upon immune challenge. The immunosuppressed 
phenotype is associated with significant silencing levels of the 102Sl gene, 
confirming the immune role observed also for H. virescens. However, 
melanogenesis and the localized melanin deposition in these two species 
appear to be controlled by different mechanisms, worth of further research 
efforts. 
These observations stimulated the idea of pursuing control strategies of S. 
littoralis, based on RNAi mediated silencing of 102Sl gene. This gene, as 
the 102 gene, may presumably be involved also in the formation of the basal 
membrane of epithelia by hemocytes (Falabella et al., 2012 and references 
therein cited). Therefore, the disruption of its expression can potentially 
affect both immunity and development.  
To test this latter hypothesis, we first silenced the 102 gene in S. littoralis 
eggs, in order to see if the development of the fast-growing embryo was 
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somehow affected. This was performed by egg immersion in a solution 
containing dsRNA102Sl, and this resulted into a significant increase of egg 
and newborn larvae mortality, associated with transcriptional down-
regulation of the target gene.  
To exploit the impairment of the immune function induced by the silencing 
of 102Sl, we evaluated the possible effect of dsRNA102Sl treatment on the 
insecticide activity of Bacillus thuringiensis. Indeed, the immune disguise 
triggered by this treatment significantly enhanced the mortality rate of S. 
littoralis stages (i.e. mature larvae), which are virtually insensitive to Bt 
exposure. This experiment provides the proof of concept that the proposed 
RNAi based approach can enhance the impact of biological control agents.  
Collectively, these experimental data indicate that the 102 gene is a 
promising target to be used for RNAi based pest control technologies.  
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Riassunto 
La presente tesi di dottorato contribuisce allo sviluppo di nuove strategie di 
controllo degli insetti basate sull'utilizzo di RNA interference (RNAi) per 
silenziare geni che giocano un ruolo importante nella omeostasi fisiologica e 
nella riproduzione. Una delle questioni più importanti per l'uso dell’RNAi è 
la selezione di geni bersaglio il cui silenziamento, idealmente, dovrebbe 
generare fenotipi letali e mostrare limitati effetti off-target. In questo lavoro 
abbiamo affrontato questo problema selezionando geni che sono il target di 
strategie di virulenza adottate dagli imenotteri parassitoidi per sottomettere i 
propri ospiti, cercando di imitare i meccanismi generati dalla lunga co-
evoluzione di queste associazioni antagonistiche. 
La prima parte del mio lavoro di dottorato è stata dedicata all'analisi 
funzionale di una proteina codificata da un gene (102) della larva di 
Heliothis virescens (F.). Questo gene è stato ritenuto un buon candidato per 
le strategie di silenziamento, in quanto i dati già disponibili, ottenuti nei 
nostri laboratori, sembrano indicare la sua sotto-regolazione in larve 
parassitizzate dal braconide endofago Toxoneuron nigriceps (Viereck), 
attraverso un meccanismo mediato da un RNA non codificante 
(rc5'ntTnBV) complementare al 5'UTR. Esperimenti condotti in vitro e in 
vivo hanno dimostrato che il gene 102 ha un ruolo chiave nella risposta 
immunitaria dell’insetto, infatti esso risulta coinvolto nella localizzazione 
del processo di melanizzazione della capsula emocitaria intorno agli oggetti 
estranei ed è essenziale per la formazione della capsula stessa. Questo 
processo è mediato dalla produzione di fibre amiloidi, a partire da 
frammenti della P102, che sono raccolte in grandi cisterne del reticolo 
endoplasmatico rugoso di granulociti e sferulociti. A seguito di stimolo 
immunitario, le fibre amiloidi sono rilasciate sulla superficie del corpo 
estraneo, dove formano uno strato che funge da impalcatura molecolare, che 
promuove la sintesi localizzata della melanina e l’incapsulamento. Questi 
risultati dimostrano, per la prima volta, che le fibre amiloidi hanno un ruolo 
funzionale chiave nell'immunità degli insetti, e sono stati già pubblicati in 
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un lavoro frutto della collaborazione tra gruppi di lavoro appartenenti a 
diversi laboratori (Falabella et al., 2012). 
Per dimostrare che il trascritto non codificante rc5'ntTnBV è in grado, 
potenzialmente, di sopprimere attivamente la risposta immunitaria di H. 
virescens silenziando l'espressione genica 102 attraverso un meccanismo 
RNAi, abbiamo trattato le larve del nottuide con dsRNA diretto contro 
questo gene. Microiniezione orali di dsRNA102 in larve mature di H. 
virescens (ma non iniezioni emoceliche) hanno inibito l'incapsulamento 
delle sferette (beads) cromatografiche iniettate, provocando, in seguito a 
stimolo immunitario, la melanizzazione sistemica e quindi la morte. La Real 
Time PCR quantitativa (qRT-PCR) ha dimostrato che questo fenotipo 
immunodepresso è associato ad una significativa sotto-regolazione 
trascrizionale del gene 102. Questi cambiamenti sono perfettamente in linea 
con i dati funzionali raccolti per la P102, e indicano che il silenziamento di 
questo gene ha un forte impatto sulla risposta immunitaria di H. virescens.  
Il fatto che sequenze nucleotidiche correlate al gene 102 siano presenti in 
diverse specie di insetti, suggerisce l’esistenza di geni omologhi dal punto di 
vista funzionale. L’analisi delle librerie ESTs disponibili nei database 
pubblici ha permesso l'identificazione dell’omologo 102 in Spodoptera 
littoralis (Boisduval) (102Sl). Il ruolo di questo gene nella risposta 
immunitaria è stato valutato utilizzando il silenziamento mediato da RNAi. 
Microiniezioni orali di dsRNA 102Sl nelle larve ospiti mature hanno 
causato una notevole inibizione dell’incapsulamento delle beads, 
promuovendone solo una limitata melanizzazione superficiale. Tuttavia, 
diversamente da quanto osservato nelle larve di H. virescens, non si è 
verificata la melanizzazione sistemica, e larve trattate sono sopravvissute 
regolarmente. Il fenotipo immunosoppresso è associato a livelli significativi 
di silenziamento del gene 102Sl, confermandone il ruolo immunitario 
osservato anche per H. virescens. In realtà, la melanogenesi e la deposizione 
localizzata della melanina nelle due specie di lepidottero prese in 
considerazione appaiono controllate da meccanismi diversi. La 
comprensione di questo fenomeno richiede, pertanto, ulteriori studi. 
Queste osservazioni hanno stimolato l'idea di perseguire strategie per il 
controllo di S. littoralis, basato sul silenziamento del gene 102Sl mediato da 
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RNAi. Inoltre, questo gene, così come il gene 102, è anche presumibilmente 
coinvolto nella formazione delle membrane basali degli epiteli da parte degli 
emociti (Falabella et al., 2012 e riferimenti ivi citati), e quindi l'interruzione 
della sua espressione potrebbe potenzialmente influenzare sia l'immunità, 
sia lo sviluppo dell’insetto. 
Per verificare questa ipotesi, abbiamo prima silenziato il gene 102 in uova di 
S. littoralis, per vedere se lo sviluppo embrionale fosse, in qualche modo, 
influenzato. Il silenziamento è stato eseguito mediante l’immersione delle 
uova in una soluzione contenente dsRNA102Sl, e questo ha portato ad un 
significativo aumento della mortalità delle uova e delle larve neonate, 
associato ad una sotto-regolazione trascrizionale del gene bersaglio. 
Per poter sfruttare la compromissione della funzione immunitaria indotta dal 
silenziamento del gene 102Sl, abbiamo valutato il possibile effetto del 
trattamento con dsRNA102Sl sull'attività insetticida di Bacillus 
thuringiensis. È stato dimostrato che l’immunosoppressione innescata da 
questo trattamento ha significativamente migliorato il tasso di mortalità di 
stadi di S. littoralis , come le larve mature, che sono poco sensibili 
all'esposizione di Bt. Questo esperimento fornisce la prova pratica che 
l'approccio proposto, basato sull’RNAi, può migliorare l’attività degli agenti 
di controllo biologico. 
Collettivamente, questi dati sperimentali indicano che il gene 102 è un 
bersaglio promettente per  tecnologie di controllo di insetti dannosi basate 
sull’RNAi. 
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INTRODUZIONE 
RNA interference (RNAi) 
Un RNA messaggero (mRNA), in presenza di RNA complementare (di 
origine endogena o esogena), forma con questo un doppio filamento molto 
stabile, il quale non viene tradotto: ciò comporta la degradazione specifica 
dell’mRNA maturo e, pertanto, il blocco dell’espressione genica. Tale 
processo innescato dalla presenza di una molecola di RNA a doppio 
filamento nella cellula viene definito “RNA interference” (RNAi) (Fire et 
al., 1998).  
Diversi studi hanno dimostrato che l’RNAi è una risposta biologica 
filogeneticamente conservata presente in molti, se non tutti gli organismi 
eucarioti (Paddison et al., 2002a, b). In natura, infatti, il fenomeno 
dell’RNAi sembra svolgere un importante ruolo protettivo del genoma da 
situazioni di instabilità causate dall’accumulo di trasposoni e di sequenze 
ripetute e costituisce parte di un meccanismo di difesa nei confronti di 
attacchi virali (Zamore et al., 2000). 
1 I piccoli RNA (sRNA) nel meccanismo RNAi 
I piccoli RNA (small RNAs o sRNAs) attivi nell’RNAi possono essere 
classificati in tre categorie (Tabella 1) sulla base della struttura dei loro 
precursori e del pathway mediante il quale vengono processati: short 
interfering RNAs (siRNAs), microRNAs (miRNAs) e Piwi-interacting 
RNAs (piRNAs).  
 
Small interfering RNA o siRNA: sono corti filamenti di dsRNA di 
circa 20-25 nucleotidi, che hanno una distinta polarità e specifiche 
caratteristiche biochimiche, essenziali per lo svolgimento della loro 
funzione (Caplen et al., 2001). Gli siRNA proteggono l’integrità del genoma 
da acidi nucleici estranei o invasivi e possono essere generati a partire da 
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lunghe molecole di dsRNA derivanti dalla replicazione di virus a RNA 
(vsiRNAs) (Umbach e Cullen, 2009) o da elementi trasponibili mobili 
(endo-siRNAs) (Brennecke et al., 2007; Chung et al., 2008; Ghildiyal et al., 
2008; Fagegaltier et al., 2009; Tam et al., 2008; Watanabe et al., 2008; 
Ghildiyal e Zamore, 2009), o possono essere prodotti sinteticamente da 
transgeni che esprimono molecole di dsRNA.  
 
Micro interfering RNA o miRNA:  sono oligomeri di circa 22 
nucleotidi non codificanti che contengono regioni invertite e ripetute, le 
quali permettono la formazione di un doppio filamento a forcina in grado di 
innescare il meccanismo dell’RNAi (Sledz e Williams, 2005). I miRNA 
sono trascritti dal genoma dell’organismo stesso, regolano l’espressione di 
geni endogeni (coinvolti in svariati processi biologici) e difendono la cellula 
dai potenziali effetti deleteri dei trasposoni (Sledz e Williams, 2005).  
 
Piwi-interacting RNAs (piRNAs):  sono lunghi 24-31 nucleotidi e 
differiscono dai miRNAs e dai siRNAs per tre caratteristiche principali. In 
primo luogo, si ritiene che i piRNAs siano generati da trascritti primari a 
singolo filamento codificati da regioni genomiche definite (Aravin et al., 
2007a). In secondo luogo, anche se la loro biogenesi non è completamente 
compresa, essa richiede l’intervento delle proteine Piwi (Fig. 3C) e sembra 
essere indipendente dalle attività dell’enzima Dicer (Houwing et al., 2007; 
Vagin et al., 2006). In terzo luogo, essi contribuiscono al silenziamento di 
elementi trasponibili esclusivamente nelle gonadi di animali (Aravin et al., 
2003, 2007b; Brennecke et al., 2007; Olivieri et al., 2010; Vagin et al., 
2006), dove operano il silenziamento di trasposoni e di retrotrasposoni nelle 
cellule germinali (Lin, 2007). 
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Piccoli RNA Origine Tipo di 
silenziamento 
Organismo Riferimento 
siRNA 
 
siRNA
a 
(21-25 nt) 
 
 
 
nat-siRNA 
(20-25 nt) 
 
 
ta-siRNA 
(21 nt) 
 
 
lsiRNAs 
(30-40 nt) 
 
 
 
Transgeni, virus e 
elementi endogeni 
ripetuti. 
 
 
Trascritti cis-
antisenso naturali 
 
 
Geni TAS 
 
 
 
NAT 
 
 
PTGS, CDGS 
 
 
 
 
PTGS 
 
 
 
PTGS 
 
 
 
PTGS 
 
 
Funghi, piante e 
animali 
 
 
 
Piante e animali 
 
 
 
Piante 
 
 
 
Piante 
 
 
Grosshans e Filipowicz 
(2008), Moazed (2009), 
Dunoyer et al., (2010) 
 
 
Katiyar-Agarwal et al., 
.(2006), Okamura et al., 
(2008) 
 
Vazquez et al., (2004), 
Allen et al., (2005) 
 
 
Katiyar-Agarwal et al., 
(2007) 
miRNA 
(20-25 nt) 
 
Geni codificanti 
MiRNA 
PTGS, CDGS Piante e animali Carthew e Sontheimer 
(2009), Moazed (2009) 
 
piRNA 
(24-31 o 21
b 
nt) 
 
DNA ripetitivi, 
trasposoni 
 
PTGS, CDGS 
 
Animali 
(cellule 
germinali) 
 
Hartig et al., (2007), Lin 
(2007), Moazed (2009) 
 
Tabella 1: Tipi di piccoli RNA. I meccanismi utilizzati dall’RNAi identificati finora 
sembrano agire sia nel pathway del silenziamento genico post-trascrizionale (PTGS) sia 
in quello del silenziamento genico cromatina-dipendente (CDGS). I trans-acting siRNAs 
(ta-siRNAs) e i long siRNAs (lsiRNAs) sono siRNA endogeni specifici delle piante 
(Xue-Yi Xue et al., 2012). 
2 RNAi: meccanismo molecolare 
Il processo biologico attivato dall’RNA a doppia elica attraverso il quale 
viene inibita l’espressione genica può essere innescato a diversi stadi 
(Filipowicz et al., 2005): nelle piante può avvenire sia a livello 
trascrizionale che post-trascrizionale, mentre nei mammiferi solamente il 
processo di inattivazione genica post-trascrizionale (PTGS) è stato 
confermato da dati sperimentali (Bernstein et al., 2001).  
Il meccanismo d’azione mediante il quale ha luogo il processo di 
silenziamento può essere schematicamente suddiviso in più tappe (una fase 
iniziatrice ed una effettrice) comuni nei funghi, nelle piante, nei nematodi, 
negli insetti e nei vertebrati. Il percorso di produzione dei piccoli RNA 
coinvolge diverse proteine, tra queste Dicer e Argonauta costituiscono il 
fulcro rispettivamente della fase iniziatrice, che porta alla produzione degli 
sRNAs, e della fase effettrice dell’RNAi. 
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2.1 Fase iniziatrice: processamento dei dsRNAs (o dei 
pre-miRNAs) 
Le molecole di dsRNAs (introdotte sperimentalmente o presenti come 
bioprodotto virale), i pre-miRNA e i trasposoni vengono riconosciuti e 
tagliati in sRNAs per opera di Dicer, un enzima dimerico del peso 
molecolare di circa 200 kDa appartenente alla famiglia delle RNAsi di 
classe III (Sledz e Williams, 2005). Studi cristallografici mostrano due 
domini catalitici ad attività endonucleasica (RNAsi III), un dominio NH2-
terminale elicasico ATP-dipendente ed uno COOH-terminale con siti 
specifici per il legame con dsRNA (Fig. 1B) (Filipowicz et al., 2005), oltre 
ad un dominio PAZ (Piwi/Argonaute/Zwille) (Moss, 2001).  
Dicer funziona come un monomero contenente un singolo centro per il 
taglio ATP-dipendente del dsRNA, o delle strutture a stem loop dell’RNA 
precursore in sRNAs  (microRNAs e siRNAs) (Moss, 2001).  
2.2 Fase effettrice: incorporazione dei siRNA (o dei 
miRNA) in un complesso proteico 
Gli sRNAs, prodotti dall’attività della proteina Dicer, vengono incorporati 
in un complesso nucleasico costituito da subunità multiple che, in base alla 
specie e alla fonte da cui i siRNAs (o i miRNAs) derivano, varia nella 
struttura e nell’effetto indotto sull’RNA: 
− miRNAs agiscono come componenti di un complesso detto miRNP che 
dirige la degradazione dell’RNA nelle piante e la repressione della 
traduzione negli animali; 
− siRNAs (sia di origine sintetica che derivanti da una naturale digestione 
dei dsRNA) sono incorporati in un complesso proteico di silenziamento 
indotto dall’RNA (RNA-induced silencing complex o RISC) e funzionano 
come sequenza guida per la degradazione specifica dell’mRNA (Sledz e 
Williams, 2005). 
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Il complesso multiproteico RISC (o miRNP) è fondamentale per il 
riconoscimento specifico e la  degradazione nucleotidica dell’mRNA 
bersaglio (Hutvagner e Zamore, 2002; Meister e Tuschl, 2004).  L’elemento 
centrale del complesso RISC è un membro della famiglia genica Argonauta 
(AGO), una proteina altamente basica, la cui attività nucleasica è 
responsabile del taglio dell’mRNA. Le proteine AGO sono presenti in tutti 
gli organismi eucarioti (Filipowicz et al., 2005), hanno un peso molecolare 
di circa 100 kDa e contenentengono due domini di cui uno in posizione N-
terminale, denominato PAZ, e l’altro in posizione C-terminale, detto PIWI 
(Carmell et al., 2002), quest’ultimo implicato nell’interazione con la 
proteina Dicer (Meister e Tuschl, 2004).  
Il complesso iniziale RISC (o miRNP) rimane inattivo sino al momento in 
cui lo svolgimento del doppio filamento del siRNA (o miRNA) non lo 
converte in una forma attiva, mediante un’attività elicasica del complesso 
stesso (Sledz e Williams, 2005). A questo punto RISC interagisce solamente 
con uno dei due filamenti di siRNA o miRNA, avviando la degradazione 
sequenza-specifica dell’mRNA complementare alla sequenza bersaglio nel 
caso dei siRNA, o, nel caso dei miRNA, parzialmente complementare 
(Martinez et al., 2002). Tale processo comporta rispettivamente la 
degradazione dell’mRNA o l’inibizione della traduzione (Sledz e Williams, 
2005). Evidenze sperimentali hanno dimostrato che gli miRNA sono in 
grado anche di causare il blocco dell’allungamento della catena 
amminoacidica o la sua terminazione (Meister e Tuschl, 2004).  
La notevole efficienza dell’RNAi è stata attribuita ad un processo di 
amplificazione, proprio del meccanismo di interferenza. Questa 
amplificazione può avere come bersaglio i dsRNAs, al fine di produrre più 
siRNAs, o i siRNAs stessi. In questo modo, i complessi RISC hanno la 
possibilità di effettuare un maggior numero di reazioni ribonucleasiche 
sequenza-specifiche (“tagli”). È stato dimostrato che i siRNAs 
complementari all’mRNA bersaglio funzionano da primer per una RNA 
polimerasi-RNA dipendente (RdRP) che trasforma l’mRNA in dsRNA, il 
quale a sua volta sarà il substrato di Dicer. Questo passaggio amplifica così 
la risposta dell’RNAi, la quale può autoalimentarsi fino a quando tutto 
l’mRNA bersaglio non è degradato. Il silenziamento genico mediato da 
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RNAi diventa così uno dei più eleganti ed efficienti meccanismi di 
silenziamento genico esistenti in natura (Baulcombe et al., 2005; Campbell 
e Choy; 2005). 
2.3 Il pathway dei piccoli RNA in Drosophila 
In D. melanogaster il percorso dei miRNA è avviato dalla trascrizione di 
geni miRNA. Come già accennato, i miRNA necessitano di un 
processamento preliminare durante il quale il lungo trascritto primario (pri-
miRNA) è digerito in un trascritto più piccolo, di circa 70 nucleotidi (pre-
miRNA) (Novina e Sharp, 2004) dal complesso Drosha/Pasha (Drosha è  
un’endonucleasi appartenente alla famiglia delle RNase di classe III) (Lee et 
al., 2003). Il pre-miRNA è poi traghettato nel citoplasma da un recettore 
nucleare denominato Exportin-5 (Denli et al., 2004; Han et al., 2004; Lee et 
al., 2003; Filipowicz et al., 2005), dove Dcr-1 e loquace (loqs) completano 
il processo e consegnano il miRNA maturo ad AGO1 contenente il 
complesso RISC. Il miRNA* viene eliminato e il miRNA guida dirige la 
repressione traduzionale o il taglio dell'mRNA bersaglio (Fig. 1A).  
 
 
Figura 1: Rappresentazione schematica dei pathway dei piccoli RNA in Drosophila: (A) 
il pathway dei miRNA; (B) il pathway dei siRNA; (C) Il pathway dei piRNAs (Vadovar e 
Saleh, 2012). 
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Il pathway dei siRNA, invece, è avviato da dsRNA di origine virale o 
genomica che è riconosciuto e tagliato da Dcr-2 con l'aiuto di loqs. I 
siRNAs a doppio filamento che ne risultano sono consegnati a Ago2 
contenente  il complesso RISC. Il filamento guida del siRNA dirige la 
degradazione dell'RNA bersaglio sfruttando l’attività catalitica di Ago2  
(Fig. 1B). 
Il pathway dei piRNAs, infine, è avviato dai piRNAs incorporati nel 
complesso proteico Aubergine(Aub)/Piwi. Il pRNA viene amplificato 
attraverso un ciclo di amplificazione che coinvolge il trascritto senso e 
antisenso, AGO3 e Aub. I piRNAs prodotti ex-novo vengono incorporati in  
Aub e trasportati nel nucleo dove si pensa che siano coinvolti in 
modificazioni della cromatina (Fig. 1C). 
 
3 RNAi negli insetti 
In campo entomologico il silenziamento genico mediato da dsRNAs ha 
rivoluzionato lo studio della funzione genica nell’insetto modello D. 
melanogaster (Kennerdell e Carthew, 1998, 2000; Roignant et al., 2003; 
Bischoff et al., 2006; Miller et al., 2008), in Tribolium castaneum 
(Tomoyasu e Denell, 2004; Fujita et al., 2006; Arakane et al., 2008; 
Konopova e Jindra, 2008; Minakuchi et al., 2009; Parthasarathy e Palli, 
2009) e in Bombyx mori (Quan et al., 2002; Ohnishi et al., 2006; Hossain et 
al., 2008). Il silenziamento genico mediato da RNAi è stato riportato in 
diversi ordini di insetti, tra cui Ditteri  (Misquitta e Paterson, 1999; 
Dzitoyeva et al., 2001), Coleotteri (Tomoyasu e Denell, 2004; Bucher et al., 
2002; Tomoyasu et al., 2008), Imenotteri (Amdam, et al., 2003) , 
Orthopetra (Dong e Friedrich, 2005), Blattodei (Cruz et al., 2006; Martin et 
al., 2006), Lepidotteri (Rajagopal et al., 2002; Turner et al., 2006) e 
Emitteri (Mutti et al., 2006; Jaubert-Possamai et al., 2007; Araujo, et al. 
2006).  
In agricoltura, e, più in particolare, nell’ambito delle biotecnologie per il 
controllo degli insetti dannosi alle colture, l’RNAi mostra enormi 
 19 
potenzialità legate all’elevata specificità di azione che la caratterizza 
(Borovsky, 2005; Gordon e Waterhouse, 2007; Price e Gatehouse, 2008).  
Ovviamente, per ottenere un efficiente sistema di controllo degli insetti, 
occorre che essi siano in grado di assumere il dsRNA con il cibo e di 
assorbirlo a livello intestinale. Pertanto, lo sviluppo di efficienti strategie di 
somministrazione orale del dsRNA e la comprensione dei meccanismi di 
assorbimento di questa mcromolecola sono un prerequisito fondamentale 
per l’uso dell’RNAi nella difesa delle piante. 
3.1 Assorbimento cellulare e esportazione del dsRNA 
Whangbo e Hunter (2008) hanno definito differenti meccanismi 
d’assorbimento del dsRNA, delineando due tipi di RNAi: cellula -
indipendente (cell-autonomous RNAi) e cellula - dipendente (noncell-
autonomous RNAi). Huvenne e Smagghe (2010) hanno recentemente rivisto 
la letteratura relativa a questi due meccanismi e ai tipi di diffusione del 
dsRNA negli insetti (Fig. 2).  
 
 
Figura 2: Rappresentazione schematica di diversi tipi di RNAi, spiegati attraverso l’effetto 
di silenziamento di un gene necessario per la vitalità cellulare. Nell’RNAi cellula- 
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indipendente il silenziamento genico è limitato alla cellula in cui il dsRNA è applicato o 
espresso. Nel caso dell’RNAi ambientale, il dsRNA viene assorbito dall’ambiente cellulare, 
ed il silenziamento genico è osservato in tutte le cellule che possono assorbire dsRNA. 
Questo può avvenire in organismi unicellulari e pluricelulari. L’RNAi sistemico include 
tutti i processi  in cui il segnale di silenziamento è trasportato dalla cellula nella quale il 
dsRNA è espresso o applicato ad altri tessuti, nei quali avverrà il silenziamento (Huvenne e 
Smagghe, 2010). 
 
Il meccanismo di assorbimento mediato da recettori trans-
membrana 
Diversi studi suggeriscono che i geni sid-1 e sid-2, che nel nematode 
Caenorhabditis elegans codificano per proteine trans-membrana che 
mediano rispettivamente l’effetto sistemico dell RNAi (Feinberg e Hunter, 
2003) e l’RNAi di tipo ambientale (Winston et al., 2007), non sono 
essenziali perché in alcuni insetti abbia luogo l’assorbimento del dsRNA e 
l’RNAi sistemico (Roignant et al., 2003; Gordon e Waterhouse, 2007; 
Miller et al., 2008, Feinberg e Hunter, 2003; Parrish et al., 2000; Tomoyasu 
et al., 2008). Quasi tutte le specie di insetti posseggono ortologhi di sid-1 
(fatta eccezione per i ditteri) ma non di sid-2. Omologhi del gene sid-1 sono 
stati identificati in alcuni insetti come Tribolium castaneum, Bombix mori 
(Tomoyasu et al., 2008) e Apis mellifera (Aronstein et al., 2006), ma non 
nel genoma di Drosophila (Winston et al., 2007). Questo suggerisce che 
negli insetti esiste un sistema di assorbimento del dsRNA alternativo, 
considerato che l’RNAi sistemico è molto forte in T. castaneum (Tomoyasu 
et al., 2008), anche dopo il silenziamento dei tre omologhi di sid-1 
individuati in questa specie. L’ipotesi è ulteriormente supportata dal fatto 
che, nonostante la presenza di tre omologhi di sid-1, in B. mori l’RNAi 
sistemico è un evento raro, e dal fatto che esso sia stato invece osservato in 
alcune specie di zanzara (Zhu et al., 2003; Boisson et al., 2006; Volz et al., 
2006; Tomoyasu et al., 2008). 
 
Il meccanismo di assorbimento mediato da endocitosi  
In D. melanogaster non sono stati individuati ortologhi dei geni sid,  tuttavia 
è presente un meccanismo RNAi cellula indipendente e gli emociti sono in 
grado di rispondere all’RNAi ambientale (Roignant et al., 2003; Gordon e 
Waterhouse, 2007; Miller et al., 2008). Recenti studi hanno evidenziato che, 
in colture di cellule S2 (Schneider 2) di Drosophila, l’assorbimento del 
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dsRNA ha luogo grazie ad endocitosi mediata da recettori (Saleh et al., 
2006; Ulvila et al., 2006), in quanto l’inibizione farmacologica 
dell’endocitosi inibisce anche l’effetto dell’RNAi. In totale sono stati 
individuati 23 geni coinvolti nell’assorbimento e nel processamento del 
dsRNA, tutti coinvolti, direttamente od indirettamente, nel pathway 
endocitico (Saleh et al., 2006).  
È stato inoltre dimostrato che l’endocitosi mediata da recettori è un 
meccanismo di assorbimento del dsRNA necessario anche in C. elegans, 
esso è pertanto diffuso ed è evolutivamente ben conservato  (Saleh et al., 
2006). Tuttavia non è ancora chiaro come il dsRNA possa essere 
riconosciuto e localizzato in maniera adeguata nella cellula dall’endocitosi, 
sicuramente in tale processo sono coinvolti una combinazione di recettori 
“scavenger” (Saleh et al., 2006). È già noto, infatti, che tali recettori giocano 
un ruolo importante nella fagocitosi di batteri patogeni (Erturk-Hasdemir e 
Silverman, 2005; Kocks et al., 2005). Due recettori scavenger di D. 
melanogaster, SR-CI e Eater, sono resposabili di più del 90% 
dell’assorbimento del dsRNA da parte delle cellule S2 (Ulvila et al., 2006). 
Entrambi giocano un ruolo fondamentale nella fagocitosi mediata da 
recettori dei batteri (Pearson et al., 1995; Ramet et al., 2001; Kocks et al., 
2005). Non si può comunque escludere che il dsRNA abbia trovato un modo 
di deviare il normale pathway di trasporto delle vescicole e di entrare nel 
citoplasma della cellula (Saleh et al., 2006). 
3.2 RNAi sistemico negli insetti 
Studi condotti sul genoma completo di D. melanogaster hanno dimostrato 
l’assenza di geni codificanti per l’enzima RdRP, necessario per lo step di 
amplificazione dei siRNA e fondamentale per rendere gli effetti dell’RNAi 
persistenti e sistemici (Sijen et al., 2001). 
L’RNAi sistemico negli insetti è stato osservato per la prima volta nel 
coleottero T. castaneum, in due studi indipendenti, che hanno dimostrato, 
rispettivamente, che l’RNAi è trasmissibile sia da uno stadio allo stadio 
successivo (Tomoyasu e Denell, 2004), sia da una una generazione all’altra 
(Bucher et al., 2002).  
 22 
Attualmente, negli insetti non vi sono evidenze della presenza di RdRP 
(Roignant et al., 2003; Jose e Hunter, 2007; Richards et al., 2008; 
Tomoyasu et al., 2008; Gordon e Weterhouse, 2008), pertanto la diffusione 
del dsRNA è basata su un  meccanismo differente da quello osservato in C. 
elegans. La prima evidenza dell’esistenza di un sistema simile è stata 
osservata in studi che hanno dimostrato che una RNA polimerasi II mostra 
un’attività RdRP-simile in cellule embrionali di D. melanogaster, dove è 
coinvolta nell’immunità mediata da RNAi e nella soppressione dei 
trasposoni (Lipardi et al., 2001, Lipardi e Paterson, 2009). Questo gene è 
universale nel regno animale e potrebbe essere coinvolto nell’attivazione 
dell’RNAi in particolari condizioni (Lipardi e Paterson, 2009). 
3.3 Legame tra RNAi e risposta immunitaria 
Il collegamento tra immunità antivirale e RNAi è stato recentemente 
dimostrato in D. melanogaster (Saleh et al., 2009). Nelle cellule di questo 
insetto modello, l'infezione virale attiva una immunità virus-specifica 
intracellulare che impedisce la diffusione del virus (che richiede l’RNAi e 
un percorso assorbimento dsRNA). Ciò dimostra che, negli organismi 
multicellulari, l’RNAi cellula-indipendente e sistemica è necessaria per 
attivare la risposta immunitaria innata nelle cellule non infettate (Saleh et 
al., 2009).  
Attualmente la funzione dell’RNAi nella risposta antivirale è stata 
dimostrata in Drosophila (Li et al., 2002; Galiana-Arnoux et al., 2006; van 
Rij et al., 2006; Wang et al., 2006; Zambon et al., 2006) e zanzara 
(Campbell et al., 2008; Cirimotich et al., 2009; Keene et al., 2004; Khoo et 
al., 2010; Sanchez-Vargas et al., 2009; Adelman et al., 2001; Gaines et al., 
1996; Olson et al., 1996; Billecocq et al., 2000). Diversi insetti presentano 
un sistema RNAi funzionale, presumibilmente coinvolto nella risposta 
antivirale (Vodovar e Saleh, 2012). 
 
 23 
3.3.1 Soppressione dell’RNAi da parte dei virus 
I virus hanno sviluppato meccanismi di evasione dell’RNAi passiva, 
utilizzando siti di replicazione dove le componenti dell’RNAi non possono 
agire o dove la sintesi dell’RNA virale è fortemente incrementata, e 
proteggendo il proprio RNA attraverso la formazione del capside (Miller e 
Ahlquist, 2002; Miller et al, 2001, 2003) e meccanismi di evasione attiva, 
attraverso la produzione di specifiche proteine virali denominate VSRs (Li e 
Ding, 2006). Le VSRs sopprimono l'effetto dell’ RNAi nelle piante 
(Anandalakshmi et al., 1998;. Brigneti et al., 1998; Kasschau e Carrington, 
1998; Li et al., 1999) e negli insetti (van Rij et al., 2006; Nayak et al., 
2010), interferendo con il sistema dell’RNAi in diverse fasi e attraverso 
meccanismi diversi (van Rij et al., 2006; Silhavy et al., 2002; Nayak et al., 
2010; Lu et al., 2004), principalmente interferendo con il processamento dei 
dsRNAs.  
3.4 Considerazioni sull’uso dell’RNAi negli insetti 
3.4.1 Produzione di dsRNAs 
dsRNAs sintetizzati in vitro  
Nella maggior parte degli studi entomologici di laboratorio, il dsRNA 
utilizzato è prodotto utilizzando kit di trascrizione in vitro commerciali . Il 
principio generale è il seguente. Il templato per la trascrizione in vitro è 
preparato tramite PCR, utilizzando primers gene-specifici con la sequenza 
promotrice T7 alla terminazione 5’. La reazione viene incubata alcune ore 
(da 4 a 8) a 37°C con la polimerasi T7, trattata con DNAsi e purificata. 
 
dsRNAs prodotti  in batteri  
Il dsRNA può essere sintetizzato nei batteri oltre che in vitro. Colonie di 
Escherichia coli trasformate per esprimere molecole di dsRNA attive nei 
confronti di geni di C. elegans sono state utilizzate per ottenere la 
soppressione dell’espressione del gene corrispondente (Timmons e Fire, 
1998).  
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Da allora, l’RNAi mediata da batteri è stato applicato con successo ad altri 
organismi, tra cui la planaria Schmidtea mediterranea (Newmark et al., 
2003) e il lepidottero Spodoptera exigua (Tian et al., 2009).  
Un vantaggio potenziale di questo approccio è che il dsRNA prodotto 
continuamente nei batteri è più stabile del dsRNA trascritto in vitro quando  
viene addizionato ad una dieta artificiale (Whyard et al., 2009). 
Inoltre, l’RNAi mediata da batteri è molto utile nello screening su ampia 
scala di nuovi geni target.  
Grande interesse suscita anche la produzione di molecole di dsRNAs nei 
batteri simbionti di insetti. Secondo una stima recente, il 20% degli insetti 
sono associati in maniera obbligata a microrganismi simbionti, dei quali 
utilizzano i prodotti (Feldhaar e Gross, 2009). Questa simbiosi mutualistica 
obbligata offre l'opportunità di ingegnerizzare il batterio simbionte per la 
produzione di molecole di dsRNA che abbiano come bersaglio geni 
fondamentali per lo sviluppo dell’ospite. 
 
dsRNAs espressi in pianta  
Per poter applicare la strategia dell’RNAi al controllo dei fitofagi in campo, 
la produzione di dsRNA in pianta offre notevoli potenzialità. Le piante 
possono produrre e accumulare considerevoli quantità di dsRNA, a costi 
molto bassi, attraverso le più svariate strategie di espressione, sia 
utilizzando promotori specifici, sia direzionando l’espressione in cloroplasto 
(McBride et al., 1995). Quest’ultima strategia offre il vantaggio aggiuntivo 
dato dal fatto che i tratti codificati da cloroplasto sono, nella maggior parte 
delle piante, prevalentemente a trasmissione materna, e, pertanto, la 
probabilità che il transgene sia trasmesso a piante non transgeniche è più 
bassa. Con il raggiungimento di una trasformazione stabile del genoma dei 
cloroplasti nelle piante verdi (Dufourmantel et al., 2004; Hou et al., 2003; 
Kumar et al., 2004; Liu et al., 2007; Okumura et al., 2006; Ruf et al., 2001; 
Sidorov et al., 1999), questa tecnica presenterebbe un enorme potenziale per 
la protezione delle colture contro i parassiti.  
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Produzione di dsRNAs attraverso il sistema VIGS  
L’introduzione di geni virali nelle piante può condurre all’ottenimento di 
piante transgeniche resistenti al virus anche senza la produzione di proteine 
transgeniche (Lindbo e Dougherty, 1992). Il fattore alla base di questa 
resistenza ai virus è la degradazione sequenza-specifica dell’RNA 
(Waterhouse et al., 1998). Sulla base di questo principio, i ricercatori hanno 
sfruttato il silenziamento genico indotto da virus (VIGS), basato sul 
meccanismo del sistema di difesa antivirale delle piante, come un potente 
strumento di genetica inversa nei vegetali. Vettori contenenti la sequenza 
del genoma di un virus combinato con geni dell'ospite sono state inoculate 
in pianta, inducendo la perdita di funzione dei geni corrispondenti attraverso 
la produzione di dsRNA (Purkayastha e Dasgupta, 2009). Può essere 
possibile imitare l’attività VIGS in pianta sostituendo i geni dell’ospite con i 
geni dei parassiti. 
 
3.4.2 Meccanismi di somministrazione del dsRNA negli insetti 
Il meccanismo di diffusione del dsRNA negli insetti e la scelta della 
modalità di somministrazione influenzano fortemente l’efficienza del 
silenziamento genico e le sue potenzialità come agente di controllo dei 
fitofagi (Terenius et al., 2011) 
Gli insetti possono assumere autonomamente il dsRNA diretto verso uno 
specifico gene target attraverso l’alimentazione; perché il silenziamento 
abbia luogo, il dsRNA deve essere assorbito dalle cellule del mesentere 
(RNAi ambientale), mentre, se il gene target è espresso in un tessuto diverso 
dall’intestino, il segnale di silenziamento deve diffondersi al tessuto 
bersaglio (RNAi sistemico) (Huvenne e Smagghe, 2010). Il mesentere è 
potenzialmente la struttura migliore per l’assorbimento del dsRNA, in 
quanto dotato di microvilli ricchi di canali ed apparati coinvolti in fenomeni 
di assorbimento ed endocitosi (Lehane e Billingsley, 1996; Hakim et al., 
2010).  
Tuttavia, per quanto concerne la ricerca di base in campo entomologico, 
esistono diverse tecniche per somministrare il dsRNA agli insetti. Tra i 
possibili metodi di somministrazione abbiamo l’iniezione, l’immersione, le 
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infezioni virali e l’alimentazione, anche attraverso piante transgeniche 
(Guang et al., 2011). 
 
Microiniezioni  
Con il termine “microiniezione” si vuole indicare l’iniezione diretta del 
dsRNA nella cavità emocelica dell’insetto. Tale tipo di somministrazione è 
il più efficiente per l’RNAi di tipo sistemico. Con questo sistema, il 
successo maggiore nel silenziamento genico è stato ottenuto con l’utilizzo di 
molecole di dsRNA corte (Siomi e Siomi, 2009). Iniezioni di dsRNA sono 
state condotte con successo in D. melanogaster (Kennerdell e Carthew, 
2000) e in T. castaneum (Brown et al., 1999; Tomoyasu e Denell, 2004; 
Tomoyasu et al., 2008, Bucher et al., 2002), nonché in studi di analisi 
comparativa della funzione di geni ortologhi in embrioni di insetti 
evolutivamente distanti (Brown et al., 1999, Hughes e Kaufman, 2000). Uno 
studio effettuato su Plodia interpunctella riporta la possibilità di iniettare il 
dsRNA anche nelle uova (Fabrick et al., 2004). 
Attualmente, la somministrazione del dsRNA attraverso microiniezione è un 
potente mezzo per lo studio della funzione genica in diverse specie d’insetti 
(Aljamali et al., 2002; Bowman et al., 1997; Isoe et al., 2009; Jaubert-
Possamai et al., 2007; Liu et al., 2010a, b; Maleszka et al., 2007; 
Narasimhan et al., 2004; Vallier et al., 2009). Il vantaggio dell’iniezione del 
dsRNA è l’elevata efficienza di inibizione dell’espressione genica. Il 
metodo presenta, tuttavia, alcune limitazioni, quali i costi relativamente 
elevati della sintesi in vitro e dello stoccaggio del dsRNA ed il fatto che 
l’iniezione, in sè,  genera un inevitabile effetto sugli insetti di stimolazione 
del sistema immunitario. In ogni caso, a livello pratico, il metodo non è 
applicabile al controllo degli insetti. 
 
Immersione  
La tecnica dell’immersione in soluzioni contenenti dsRNA si è rivelata 
efficace nell’inibire l’espressione genica in embrioni e cellule di D. 
melanogaster (Eaton et al., 2002; March and Bentley, 2007). L’efficienza 
del metodo è paragonabile a quella ottenuta con la microiniezione, ma 
richiede una concentrazione inferiore di dsRNA. L’immersione è però 
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utilizzabile solo per alcune cellule ed alcuni tessuti di insetti, ed 
esclusivamente in stadi di sviluppo che possono assorbire il dsRNA da una 
soluzione.  
 
Alimentazione  
Comparato con altri metodi di somministrazione del dsRNA, questo risulta 
sicuramente il più interessante, in quanto non solo costituisce il metodo più 
naturale per somministrare il dsRNA all’insetto, ma permette di farlo senza 
causare danni. Il metodo risulta anche conveniente e di facile manipolazione 
(Chen et al., 2010) e permette di applicare l’RNAi ad un ampio numero di 
individui, nonché a insetti di ridotte dimensioni, per i quali è difficile 
utilizzare il metodo della microiniezione. Anche se il metodo non risulta 
applicabile per quegli insetti che hanno abitudini alimentari specifiche, esso 
è in generale applicabile a diverse specie di insetti (Huvenne e Smagghe, 
2010). 
I primi studi effettuati addizionando il dsRNA su dieta artificiale sono stati 
scoraggianti; ad esempio in Spodoptera litura l’iniezione di dsRNA 
silenziava il gene slapn, che codificava per un aminopeptidasi intestinale, 
ma alimentando le larve con dsRNA non si otteneva RNAi (Rajagopal et al., 
2002). Fortunatamente, altri studi mostrano che la somministrazione del 
dsRNA attraverso l’alimentazione si può utilizzare con successo per studiare 
l’RNAi negli insetti. Il metodo si è dimostrato efficace in larve di Epiphyas 
postvittana (Turner et al., 2006), Rhodnius prolixus (Araujo et al., 2006), 
nel coleottero Phyllotreta striolata ,nella termite Reticulitermes flavine 
(Zhou et al., 2008) e nel lepidottero Plutella xylostella (Bautista et al., 
2009). In letteratura non vi sono dati relativi alla somministrazione di 
dsRNAs con l’alimentazione in T. castaneum, probabilmente a causa del 
successo degli esperimenti di iniezione. Interessante è la presenza di cinque 
esperimenti di successo con diverse specie di lepidotteri, in quanto si 
presume che sia molto difficile effettuare l’RNAi in questo ordine (Terenius 
et al., 2011). Per contro, in alcuni esperimenti di alimentazione si riesce ad 
ottenere l’RNAi ambientale ma non RNAi sistemico (Walshe et al., 2009) e 
in altri esperimenti con l’iniezione del dsRNA si è riuscito ad ottenere il 
silenziamento del gene target che non si era riuscito a silenziare con 
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esperimenti di alimentazione (Rajagopal et al., 2002). Quanto detto 
dimostra che il mancato silenziamento osservato somministrando il dsRNA 
attraverso l’alimentazione è dovuto a fattori dipendenti dal meccanismo di 
assorbimento di diversi tipi di cellule, ma non all’insensibilità del bersaglio.  
Una modifica dei protocolli di alimentazione normalmente utilizzati consiste 
nell’ottenimento di molecole di dsRNAs incapsulate nei lipidi. È stato 
dimostrato che la coniugazione con molecole lipofile (colesterolo, acidi 
biliari e acidi grassi a catena lunga) aumenta l'assorbimento dei siRNAs 
nelle cellule, migliorando il silenziamento genico nei topi (Wolfrum et al., 
2007). L’efficienza e l’assorbimento selettivo di questi lipidi associati ai 
siRNAs dipende dall’interazione tra le particelle di lipoproteine, i recettori 
di lipoproteine e le proteine transmembrana. Whyard e colleghi (2009) 
hanno dimostrato che molecole di dsRNA integrate in liposomi innescano in 
larve di D. melanogaster una risposta RNAi più efficiente.  
Un’altra strategia per aumentare l’efficienza dell’assorbimento del dsRNA 
potrebbe essere la sua co-espressione con proteine “effettrici” come proteasi 
e chitinasi che potrebbero  favorirne il passaggio dal mesentere all’emolinfa 
(Pennacchio et al., 2012).  
Un approccio differente potrebbe essere quello di legare il dsRNA a 
molecole che riescono a attraversare la matrice peritrofica (MP) con 
maggiore facilità, e che fungerebbero così da trasportatori, come le lectine 
vegetali (Fitches et al, 2001; Ohizumi et al., 2009). 
I dsRNAs incorporati nelle diete artificiali sono stati principalmente 
sintetizzati in vitro. Un'alternativa potrebbe essere produrre dsRNA derivati 
da geni di insetti in un organismo ingegnerizzato, usando la strategia 
dell’RNAi mediata da batteri esprimenti il dsRNA ed addizionati alla dieta 
artificiale (Timmons et al., 2001, Timmons e Fire, 1998; Newmark et al., 
2003, Tian et al., 2009). 
Il problema principale del metodo di somministrazione descritto è il bisogno 
di grandi quantità di dsRNA perchè il silenziamento non risulti incompleto 
(Chen et al., 2010). Inoltre, bisogna considerare che differenti specie di 
insetti presentano una sensibilità differente alle molecole di dsRNA 
somministrate oralmente (Walshe et al., 2009). Un altro svantaggio del 
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metodo è la difficoltà di misurare o controllare precisamente la quantità di 
dsRNA ingerito o comunque assorbito nel mesentere.  
Un altro metodo di somministrare dsRNA attraverso l’alimentazione è l’uso 
di piante transgeniche che producono dsRNA. Queste ultime presentano il 
grande vantaggio di generare in maniera continua e stabile il dsRNA. 
Recentemente sono stati effettuati studi in cui sono state create piante 
transgeniche in grado di produrre dsRNA diretto contro specifici geni di 
insetti. Queste piante hanno mostrato un incremento della resistenza a 
fitofagi economicamente importanti come il lepidottero Helicoverpa 
armigera (Mao et al., 2007) ed il coleottero Diabrotica virgifera virgifera 
(Baum et al., 2007). Perché tale strategia possa avere successo è necessaria 
l’identificazione di specifici target (effettuare lo screening preventivo di 
librerie di cDNA e individuando geni fondamentali per lo sviluppo e la 
sopravvivenza dell’insetto) e la somministrazione di adeguate quantità di 
dsRNA. Inoltre, è importante considerare la specificità dell’RNAi quando si 
vuole utilizzare tale strategia in applicazioni pratiche, anche per 
minimizzare l’effetto insetticida sugli insetti non-bersaglio.  
 
Sviluppo di insetti transgenici 
Il vantaggio di utilizzare insetti transgenici che esprimono il dsRNA è 
l’ottenimento di un’espressione ereditabile, stabile e continua. La tecnica è 
stata proposta per aiutare sia a ridurre la popolazione attraverso 
l'introduzione di insetti sterili, sia per sostituire una popolazione. I test sono 
stati condotti su diverse specie con risultati promettenti ma, come affermato 
da Scolari e colleghi (2011), vi è la necessità di comprendere le influenze 
ambientali e genetiche quando si valuta il potenziale uso di tali organismi 
transgenici. 
Il metodo transgenico è utilizzato per studi funzionali in D. melanogaster 
(Wakiyama et al., 2005; Sandrelli et al., 2007), Aedes aegypti (Travanty et 
al., 2004) ed in B. mori (Sandrelli et al., 2007; Dai et al., 2008; 
Kanginakudru et al., 2007).  
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RNAi mediata da virus 
L’RNAi mediato da virus è ottenuto attraverso l'infezione dell'ospite con 
virus che trasportano dsRNA, formati durante la replicazione virale, rivolti 
verso un gene di interesse nell'insetto ospite. La tecnica è stata utilizzata in 
B. mori (Uhlirova et al., 2003).  
Gli studi condotti utilizzando l’RNAi mediata da virus sono ancora rari, 
nonostante le ottime potenzialità del metodo che sfrutta l'infezione e la 
capacità del virus di diffondersi rapidamente nell’ospite. 
3.5 Fattori che influenzano l’RNAi negli insetti 
Basandosi sulla letteratura esistente, Huevenne e Smagghe (2010) hanno 
definito cinque fattori importanti che influenzano in maniera determinante 
l’effetto di silenziamento e di conseguenza l’efficienza dell’RNAi come 
tecnica per il controllo degli insetti fitofagi: 
 La concentrazione del dsRNA: per ogni gene target e per ogni organismo 
occorre determinare una concentrazione ottimale per ottenere l’effetto di 
silenziamento. Il superamento di questa concentrazione ottimale non 
necessariamente fa ottenere un silenziamento maggiore (Meyering-Vos e 
Muller, 2007; Shakesby et al., 2009). 
 La sequenza nucleotidica utilizzata, che potrebbe determinare possibili 
effetti off-target nell’organismo bersaglio, ma anche effetti di silenziamento 
in altri insetti.  
 La lunghezza del frammento di dsRNA: è un fattore determinante per 
l’assorbimento e l'efficienza del silenziamento (Mao et al., 2007; Saleh et 
al., 2006). 
 Persistenza dell’effetto di silenziamento: l'effetto del silenziamento 
potrebbe essere transitorio (Shakesby et al., 2009; Turner et al., 2006) in 
funzione del tasso di turnover della proteina bersaglio. 
 Stadio dell’organismo bersaglio: anche se gli stadi più avanzati sono più 
semplici da manipolare per la somministrazione del dsRNA, gli stadi più 
giovani spesso mostrano maggiore sensibilità all’RNAi (Araujo et al., 2006; 
Griebler et al., 2008). 
 
 31 
4 Prospettive future per il controllo dei fitofagi 
basato sull’RNAi 
4.1 Controllo dei fitofagi mediato da RNAi 
È stato dimostrato che l’RNAi si può usare con successo nella protezione 
delle piante dagli insetti dannosi (Baum et al., 2007; Mao et al., 2007). 
Questo approccio permette di sfruttare una vasta gamma di potenziali 
bersagli per la soppressione dell'espressione genica negli insetti e potrebbe 
offrire un’alternativa all’uso di piante transgeniche esprimenti la tossina del 
Bacillus thuringiensis  
L’RNAi potrebbe anche essere utilizzato per integrare le strategie di 
controllo già esistenti. Per esempio, potrebbe essere utilizzato per ridurre il 
rischio di insorgenza di resistenza alla tossina Bt, sia interferendo con 
l’espressione di geni coinvolti in tali risposte, sia attraverso il piramidaggio 
di costrutti in grado di colpire piu bersagli molecolari (Xue-Yi Xue et al., 
2012). Ottenere piante in grado di esprimere una combinazione  di dsRNAs 
altamente efficaci contro gli insetti bersaglio offre ampie potenzialità 
applicative che devono essere, però, attentamente valutate anche dal punto 
di vista del rischio. Uno dei problemi posti dalle tecnologie basate 
sull’RNAi è l’effetto indesiderato che un dsRNA può avere su geni “off-
target” che condividono parti di sequenza con il gene bersaglio. Effetti off-
target possono verificarsi sia per diversi geni all'interno delle specie o tra 
specie diverse. Tuttavia, l’attenta scelta di sequenze geniche poco 
conservate limita notevolmente questa possibilità. Alcuni ricercatori, per 
limitare tale rischio, suggeriscono di scegliere, per la progettazione del 
dsRNA da somministrare, le sequenze geniche meno conservate, come ad 
esempio la regione 3’UTR (Whyard et al., 2009). In tale ottica, l’uso dei 
geni housekeeping, benché possano fornire risultati molto efficaci, deve 
essere limitato o realizzato con particolare attenzione a questi aspetti. La 
cresente disponibilità di dati sui genomi di numerose specie di insetti rende 
questo compito di scelta delle sequenze bersaglio molto più affidabile. 
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In definitiva, l’aspetto più delicato per l’applicazione dell’RNAi al controllo 
degli insetti è quello di un’oculata scelta dei geni bersaglio, in quanto da 
questo dipende il successo della tecnica e la sua sicurezza.  
4.2 Individuazione di geni target per l’RNAi 
Il silenziamento o la sovraespressione di geni fondamentali per lo sviluppo e 
la fisiologia dell’insetto (come crescita, metamorfosi, digestione, 
detossificazione e cosi via) può produrre alterazioni, spesso esiziali. I geni 
coinvolti in queste funzioni di base, alcuni dei quali con funzioni 
“housekeeping”, offrono potenzialità applicative molto efficaci, come 
dimostrato da esprimenti condotti in D. virgifera virgifera, in cui la 
soppressione di geni codificanti per l’actina, α/β-tubulina, ATP sintasi, una 
proteina ribosomale e per l’ADP/ATP traslocasi ha comportato l’arresto 
della crescita e/o la morte delle larve (Baum et al., 2007). Non tutti i geni 
bersaglio selezionati in questo studio sono stati sottoespressi in seguito alla 
soministarzione di dsRNAs; infatti, solo 125 delle 290 specie di dsRNA 
saggiate hanno causato una mortalità larvale e/o l’arresto della crescita 
(Baum et al., 2007). Questi dati suggeriscono che, anche all'interno di una 
specie, la risposta RNAi è diversa tra i singoli geni (Xue-Yi et al., 2012). 
Un’altra classe di potenziali geni bersaglio comprende quei geni correlati 
allo sviluppo degli insetti. Il silenziamento del gene Bursicon in B. mori 
provoca l’inibizione dell’espansione delle ali (Huang et al., 2007), e 
l’interferenza di altri geni correlati allo sviluppo del baco da seta è risultato 
letale (Dai et al., 2008;. Liu et al,.2010a; Xiang et al., 2011). In  T. 
castaneum, la sottoespressione mediata da RNAi di geni implicati 
nell’attività degli ormoni ha determinato gravi alterazioni di sviluppo 
(Arakane et al., 2008, Tan e Palli, 2008).  
Anche i geni correlati con la detossificazione o la difesa sono ottimi bersagli 
per il controllo dei fitofagi mediato da RNAi, poiché il metabolismo indotto 
dei composti xenochimici è una caratteristica comune a molte interazioni 
insetto-pianta (Berge et al., 1998;. Scott e Wen, 2001; Luo et al., 2001; Tan 
et al., 2000; Du et al., 2004; Stipanovic et al., 2006; Mazumdar-Leighton e 
Broadway, 2001; Wittstock et al., 2004, Scott et al., 1998; Li et al., 2004; 
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Mao et al., 2007). Rispetto ai geni housekeeping, questi geni presentano una 
maggiore selettività e riducono la possibilità di effetti off-target, offrendo un 
chiaro esempio di come lo studio di interazioni antagonistiche che vedono 
coinvolti gli insetti può fornire utili informazioni su come colpire obiettivi 
molecolari particolarmente sensibili. 
Nei paragrafi seguenti verranno discusse più approfonditamente queste 
simbiosi antagonistiche, con particolare riguardo per l’interazione insetto-
insetto. Lo studio delle strategie molecolari adottate dagli antagonisti degli 
insetti per alterare funzioni vitali dei loro ospiti e/o per sopprimerli, mette a 
disposizione geni e molecole per lo sviluppo di nuove strategie di controllo. 
Ciò non solo attraverso l’uso diretto dei fattori di virulenza utilizzati per 
attaccare gli insetti ospiti, ma anche attraverso strategie capaci di alterare in 
modo preciso i bersagli molecolari di tali fattori di virulenza. La possibilità 
di utilizzare l’RNAi al fine di bloccare l’espressione di geni di vitale 
importanza per gli insetti apre nuove prospettive d’intervento molto 
promettenti.  
5 Interazione insetto/altri organismi viventi 
Gli insetti costituiscono il più ampio gruppo di organismi viventi ed hanno 
colonizzato la maggior parte delle nicchie ecologiche. Il loro successo è 
dovuto ad un lungo processo di radiazione adattativa che ha generato una 
straordinaria varietà di meccanismi che hanno permesso a questi artropodi di 
sfruttare substrati nutritivi differenti e di superare condizioni ambientali 
estreme, grazie, talora, all’ausilio di peculiari associazioni simbiotiche in 
grado di completare quadri nutrizionali fortemente carenti. 
Molti insetti, inoltre, sono aggressori inesorabili di altri organismi viventi e, 
allo stesso tempo, bersaglio di una folta schiera di nemici naturali e di 
patogeni. Per colonizzare e sfruttare fonti alimentari costituite da organismi 
viventi, gli insetti hanno dovuto fronteggiare le svariate strategie difensive 
che i propri ospiti hanno sviluppato come risultato di un continuo confronto 
con i propri antagonisti in un processo di coevoluzione. L’esempio più 
illuminante, a riguardo, è offerto dagli insetti fitofagi, che hanno dovuto far 
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fronte all’enorme diversità di sistemi di difesa sviluppati dalle piante 
(Walling, 2000). 
Da parte loro, gli insetti si proteggono dall’attacco di numerosi organismi 
patogeni e parassiti, microrganismi e virus, anche se, paradossalmente, la 
maggior parte dei loro nemici naturali si ritrova proprio fra gli insetti stessi 
(Godfray, 1994). 
L’associazioni antagonistica tra gli insetti e le altre specie di artropodi è una 
delle più interessanti dal punto di vista applicativo: tossine prodotte da 
predatori, quali scorpioni e ragni, sono state già usate in alcune applicazioni 
biotecnologiche per il controllo degli insetti dannosi (Tremblay, 2003). Di 
particolare interesse è da considerarsi l’interazione insetto/insetto, in quanto 
molti insetti sono nemici naturali di altri insetti. Tali relazioni antagonistiche 
mostrano diversi tipi di associazioni, con vari livelli di specializzazione. 
Dalla relazione trofica, relativamente semplice, che intercorre fra gli insetti 
predatori e le proprie vittime, si passa alle complesse interazioni fisiologiche 
e biologiche esistenti fra i parassiti protelici, comunemente definiti 
parassitoidi, ed i loro ospiti. I predatori, in genere molto mobili durante tutti 
gli stadi di sviluppo, si alimentano di più individui della specie vittima. I 
parassitoidi, invece, vivono a carico dell’ospite solo negli stadi giovanili, e, 
in genere, portano a morte la loro unica vittima, che possono rapidamente 
sopprimere al momento della parassitizzazione o lasciarla in vita per 
coesistere ed interagire per un periodo più o meno lungo. In tale caso, essi 
mostrano un notevole livello di integrazione con i loro ospiti (non dissimile 
da quello mostrato dai parassiti in senso stretto, che svolgono diverse 
generazioni a carico dell’ospite senza portarlo a morte), di cui regolano 
finemente fisiologia, sviluppo e riproduzione, al fine di realizzare condizioni 
nutrizionali ed ambientali idonee allo sviluppo della propria progenie. La 
diversità di interazioni antagonistiche insetto/insetto evolutesi nel processo 
adattativo degli insetti parassitoidi ha raggiunto livelli incredibilmente 
elevati (Vinson, 1975; Vinson e Iwantsch, 1980; Godfray, 1994; Quicke, 
1997; Pennacchio e Strand, 2006). Lo studio dei meccanismi fisiologici e 
molecolari alla base di tali associazioni antagonistiche ha evidenziato che 
l’interazione ospite-parassitoide rappresenta un’interessante opportunità per 
isolare geni e molecole con potenziale attività insetticida, utilizzabili per lo 
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sviluppo di tecnologie innovative nel controllo degli insetti dannosi 
(Pennacchio et al., 2003; Pennacchio et al., 2012). Per comprendere a fondo 
l’entità di quanto affermato, nei paragrafi che seguono, verrà presentata più 
nel dettaglio la complessa interazione ospite-parassitoide, con particolare 
riguardo a quei parassitoidi in grado di regolare finemente lo sviluppo e la 
fisiologia del proprio ospite. 
5.1 I parassitoidi   
I parassitoidi sono insetti entomofagi che traggono dalle proprie vittime 
vantaggio (nutrimento, protezione) arrecando loro danno biologico. Essi 
presentano nel complesso le stesse prerogative del parassita, infatti, durante 
gli stadi giovanili hanno rapporti con un solo ospite, sono privi di vita 
autonoma e dipendono dall’ospite al quale sono più o meno intimamente 
legati. Tuttavia l’adulto può parassitizzare più individui della stessa specie 
o, in alcuni casi, di specie differenti. D’altro canto, al pari dei predatori, 
hanno un ciclo vitale più breve di quello dell’ospite, che si conclude con la 
morte dello stesso quando la larva del parassitoide ha completato il suo 
sviluppo larvale (Poiriè et al., 2009). 
Sebbene questa tipologia di strategia adattativa sia stata osservata per 
numerosi organismi (nematodi, ciliati, batteriofagi, ecc.) (Gomez-Gutiérrez 
et al., 2003; Forde et al., 2004), essa è particolarmente comune negli insetti 
olometaboli (Diptera, Coleoptera, Lepidoptera, Trichoptera, Neuroptera e 
Strepsiptera) (Eggleton e Bradshaw, 1992; Godfray, 1994), in particolare 
nell’ordine Hymenoptera, al quale appartiene più dell’80% del totale delle 
specie con tale habitus alimentare e modalità di sviluppo (Quicke, 1997). In 
funzione delle interazioni che i parassitoidi instaurano con i propri ospiti, 
sono stati individuati diversi gradi di parassitismo (primario, secondario, 
terziario e quaternario), che definiscono l’esistenza di un rapporto 
parassitario tra più parassitoidi che simultaneamente possono risiedere nello 
stesso ospite. In funzione del numero di specie ospiti che il parassitoide ha a 
disposizione per portare a compimento il proprio ciclo vitale e della 
permissività delle specie ospiti (host range), si distinguono specie 
monofaghe, oligofaghe o polifaghe.  
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I parassitoidi possono essere classificati in relazione a numerosi parametri: 
ad esempio, in base allo stadio dell’ospite attaccato e in corrispondenza del 
quale si completa lo sviluppo del parassitoide (oofagi, ovo-larvali, larvali, 
larva-pupali, pupali o immaginali), in base al numero di uova deposto dalla 
femmina nell’ospite (solitari o gregari) o in funzione della modalità 
nutrizionale. Riguardo quest’ultimo parametro, e indipendentemente dalle 
modalità di ovideposizione, i parassitoidi vengono distinti in 
ectoparassitoidi, che si nutrono dall’esterno del corpo dell’ospite, ed 
endoparassitoidi, che si nutrono  del corpo dell’ospite dall’interno (Godfray, 
1994).  
Inoltre, i parassitoidi hanno sviluppato differenti strategie di regolazione 
della fisiologia dell’ospite e sono classificati in Idiobionti e Coinobionti 
(Askew e Shaw, 1986). I parassitoidi idiobionti (oofagi, pupali e 
ectoparassitoidi larvali) bloccano lo sviluppo del proprio ospite al momento 
della parassitizzazione, paralizzandolo e/o uccidendolo,  quindi il substrato 
nutrizionale disponibile corrisponde all’ospite nel momento in cui il suo 
sviluppo è bloccato dall’iniezione di specifiche secrezioni della femmina del 
parassitoide (veleno o peptidi tossici), in grado di preservare i tessuti e/o di 
favorirne la digestione. Spesso si tratta di ectoparassitoidi con un ampio 
host-range che mostrano stadi larvali estremamente voraci e di breve durata. 
La fase da adulto è caratterizzata dalla produzione di poche uova di 
dimensioni relativamente grandi. L’ovideposizione in genere avviene nello 
stadio vitale dell’ospite in grado di fornire una completa e soddisfacente 
alimentazione alla larva del parassitoide (ultimi stadi larvali e pupe). Sono 
relativamente pochi sono i casi di endoparassitoidi che attaccano stadi 
sessili dell’ospite come uova o pupe (es. Pimpla hypocondriaca) (Dani et 
al., 2004).  
I parassitoidi coinobionti (ecto- od endoparassitoidi larvali ed 
endoparassitoidi di ospiti adulti) sono caratterizzati da stadi larvali più 
lunghi, se paragonati a quelli degli idiobionti, che si susseguono all’interno 
del corpo dell’ospite. Gli adulti hanno vita breve e  producono molte uova di 
piccole dimensioni e spesso prive di vitello. L’host range è, in genere, più 
limitato, data l’elevata specializzazione che presentano. 
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Sebbene l’ovideposizione sia stadio-specifica, i coinobionti possono 
attaccare vari stadi dello sviluppo pre-immaginale dell’ospite. Alcuni 
coinobionti endoparassitoidi adattano il proprio sviluppo alla fisiologia 
dell’ospite (“conformers”), mentre un più ampio gruppo è in grado di 
modificare la fisiologia dell’ospite a proprio vantaggio, attraverso complessi 
meccanismi realizzati mediante una serie di fattori di regolazione 
parassitaria sia di origine materna che embrionale (“regulators”). Questi 
ultimi parassitizzano spesso stadi precoci che, come tali, non sono 
sufficienti a supportare il completo sviluppo della propria progenie, 
pertanto, non uccidono immediatamente l’ospite ma ne regolano la 
fisiologia, lo sviluppo e la morfologia, consentendogli di continuare il suo 
sviluppo e ridirezionandone il metabolismo a proprio vantaggio, fino al 
completo successo della parassitizzazione. La larva ospite è mantenuta in 
vita fino al termine dello sviluppo larvale del parassitoide, arrivando alla 
morte solo a conclusione di quest’ultimo (Godfray, 1994; Quicke, 1997). 
Questi parassitoidi, pertanto, instaurano con il proprio ospite uno stretto 
rapporto anatomo-fisiologico, presentando, in generale, un notevole grado di 
semplificazione morfologica associato ad un elevato grado di 
specializzazione (Pennacchio e Strand, 2006).  
 Questa specializzazione si tramuta nell'associazione stretta del parassitoide 
ad una determinata specie o ad un gruppo sistematico più ampio ma 
sostanzialmente omogeneo al suo interno. Nell'endofagia, pertanto, possono 
evolvere meccanismi fisiologici complessi che permettono al parassitoide di 
eludere le difese immunitarie dell'ospite e di realizzare una sua fine 
regolazione del metabolismo, della riproduzione e dello sviluppo, in un 
processo complesso che viene definito “host regulation” (Vinson e 
Iwantsch, 1980). 
5.2 Regolazione dell’ospite  
I parassitoidi endofagi, in particolare i coinobionti “regulators”, mostrano 
sofisticati adattamenti fisiologici, finalizzati a potenziare le possibilità di 
sviluppo della propria progenie all’interno del corpo dell'ospite. Tali 
adattamenti mirano ad evadere passivamente o sopprimere attivamente il 
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sistema immunitario dell’ospite e ad alterarne lo sviluppo, la fisiologia e la 
morfologia, a vantaggio del parassitoide stesso (Pennacchio e Strand, 2006).  
Infatti, perché la parassitizzazione possa concludersi con successo in un 
ambiente ostile quale può essere l’emocele dell’insetto ospite, il parassitoide 
deve eludere la risposta immune che l’ospite mette in atto contro l’uovo e 
gli stadi larvali  del parassitoide (Schmidt et al., 2001; Lavine e Strand, 
2002). Allo stesso tempo, il ridirezionamento del metabolismo e 
l’adattamento dello sviluppo dell’ospite, messi in atto dal parassitoide, 
rappresentano un altro aspetto di cruciale importanza per rendere la larva 
ospite un ambiente ideale per il sostentamento della propria progenie, 
attraverso un incremento delle disponibilità dei fattori nutrizionali (Vinson e 
Iwantsch, 1980). L’host regulation è ottenuta grazie a fattori parassitari di 
regolazione, costituiti da secrezioni di origine materna (rilasciate 
nell’emocele dalla femmina adulta del parassitoide al momento 
dell’ovideposizione) e/o di origine embrionale (Quicke, 1997) (Fig. 3). 
 
 
 
Figura 3: Schematizzazione grafica dei fattori di regolazione parassitari di 
origine materna ed embrionale che entrano in gioco nell’interazione 
ospite/parassitoide. 
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5.2.1 I fattori di regolazione di origine materna 
I fattori di regolazione parassitari di origine materna possono includere: i 
polydnavirus (PDV), le proteine ovariche e il veleno (Webb et al., 2000; Yu 
et al., 2007; Pennacchio e Strand, 2006). 
 
I polydnavirus (PDVs) sono virus endosimbionti appartenenti alla famiglia 
Polydnaviridae e caratterizzati da un genoma multipartito costituito da 
molecole circolari e chiuse di DNA a doppia elica di diverse dimensioni 
(Krell, 1991; Fleming, 1992; Fleming e Krell, 1993; Stoltz,1993). I PDV 
vivono in associazione simbiotica obbligata con alcuni parassitoidi di 
lepidotteri appartenenti alle famiglie Braconidae ed Ichneumonidae (Stoltz, 
1993) e sono suddivisi in due generi indicati rispettivamente come 
bracovirus (BV) ed ichnovirus (IV) (Stoltz et al., 1995).  
IV e BV sono morfologicamente e geneticamente dissimili, e ciò indica che 
essi non sono evolutivamente correlati (Krell, 1991), tuttavia, sia il ciclo 
vitale, sia l’organizzazione del genoma dei due PDV, mostrano varie 
similitudini, suggerendo che una pressione selettiva comune subita da 
icneumonidi e braconidi abbia portato ad un’evoluzione convergente dei due 
generi (Stoltz et al., 1995; Whitfield, 1997, 2002; Webb, 1998; Turnbull e 
Webb, 2002; Whitfield e Asgari, 2003; Webb e Strand, 2005). In 
particolare, l’analisi della sequenza genomica di BV ed IV ha evidenziato 
similitudini strutturali con gli eucarioti: bassa densità codificante e geni 
interrotti da introni (Espagne et al., 2002; Webb et al., 2006). Inoltre, 
l’analisi dell’omologia di sequenza e l’analisi funzionale dei geni dei PDV 
espressi nei tessuti dell’ospite indicano che, spesso, i prodotti codificati 
sono simili alle proteine cellulari, con le quali essi competono/interferiscono 
per distruggere “pathway” conservati (Espagne et al., 2002; Provost et al., 
2004; Thoetkiattikul et al., 2005; Pruijssers e Strand, 2007; Falabella et al., 
2007b). Attualmente non è noto se l’ampia regione non codificante nel 
genoma dei PDV abbia qualche ruolo funzionale, come riportato per molti 
organismi e virus (Storz, 2002; Matzke e Birchler, 2005; Washietl et al., 
2005; Zaratiegui et al., 2007; Nair e Zavolan, 2006). 
Il ciclo vitale dei PDV (Fig. 4) non è convenzionale se comparato con il 
ciclo vitale tipico di un virus. Sebbene, infatti, i PDV mostrino tutti gli stadi 
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che caratterizzano il normale ciclo virale (infezione, replicazione, 
trasmissione ad un nuovo ospite), questi stadi sono distribuiti tra il 
parassitoide ed il suo ospite parassitizzato. I PDV sono integrati come 
provirus all’interno del genoma del parassitoide e sono trasmessi 
verticalmente alla progenie attraverso la linea germinale; la loro 
replicazione avviene solamente in alcune cellule specializzate del calice 
ovarico della femmina del parassitoide ed è asintomatica. I virioni, 
accumulati all’interno del calice ovarico, vengono iniettati nell’emocele 
dell’ospite insieme con l’uovo, le proteine del calice ovarico ed il veleno. Le 
particelle virali entrano nelle cellule dell’ospite ed infettano diversi tessuti, 
dove danno inizio all’espressione dei propri geni virali (Theilmann e 
Summers, 1986; Varricchio et al., 1999; Drezen et al., 2003; Kroemer e 
Webb, 2004).  
 
 
 
Figura 4: Ciclo vitale generico di un endoparassitoide e del suo polydnavirus. 
 
I trascritti virali raggiungono livelli quantificabili poche ore dopo la 
parassitizzazione e sono presenti a differenti livelli durante lo sviluppo del 
parassitoide nella larva ospite (Fleming e Krell,1993). L’infezione dei 
tessuti dell’ospite e l’espressione dei geni virali induce soppressione del 
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sistema immunitario dell'ospite e alterazione del suo equilibrio endocrino. 
Queste alterazioni della fisiologia e dello sviluppo dell’ospite sono di 
fondamentale importanza per la sopravvivenza della progenie del 
parassitoide, che, in loro assenza, potrebbe essere soppressa dal sistema 
immunitario e potrebbe non trovare le condizioni biochimiche favorevoli 
per la propria crescita ed il proprio sviluppo (Lawrence e Lanzrein, 1993; 
Stoltz, 1993; Lavine e Beckage, 1995; Strand e Pech, 1995; Webb, 1998, 
Rodriguez et al., 2006; Pennacchio e Strand, 2006; Dupuy et al., 2006). 
Tra i fattori di regolazione parassitaria, i PDV sono quelli meglio conosciuti 
dal punto di vista genomico e funzionale. Infatti, sono stati già sequenziati i 
genomi di diversi PDV (Espagne et al., 2004; Webb et al., 2006; Drezen et 
al., 2012) e sempre più numerosi sono gli studi di genomica funzionale 
finalizzati a chiarire i meccanismi di azione dei singoli fattori di virulenza 
(Webb e Strand, 2005; Pennacchio e Strand, 2006; Strand, 2012) e gli effetti 
che essi hanno complessivamente sull’ospite, modulandone l’espressione 
genica (Barat-Houari et al., 2006) attraverso la produzione continuata e 
modulata nel tempo di fattori parassitari in grado di regolare la fisiologia 
dell’ospite. Ciò consente di prolungare l’azione di controllo del substrato 
nutrizionale vivente da parte del parassitoide, cosa non facilmente 
realizzabile con secreti materni contenenti solo proteine e peptidi bioattivi. 
 
Il veleno è un secreto di origine materna, prodotto da ghiandole annesse al 
sistema riproduttore della femmina del parassitoide dette “ghiandole del 
veleno” (Fig. 5). Tale secreto risulta particolarmente ricco in proteine e 
peptidi, che costituiscono le componenti attive dei veleni di molti 
parassitoidi. 
Negli ectoparassitoidi il ruolo del veleno è ben noto, in quanto, in genere, 
induce paralisi permanente, arresto dello sviluppo dell’ospite, regolazione 
del metabolismo e inibizione della risposta immunitaria (Nakamatsu e 
Tanaka, 2003). Le informazioni circa il ruolo del veleno nel caso degli 
imenotteri endoparassitoidi sono relative a studi piuttosto recenti: in diversi 
sistemi ospite-parassitoide il veleno (spesso associato alle proteine secrete 
dalle cellule del calice ovarico) sembrerebbe essenziale per il successo della 
parassitizzazione, specialmente per garantire la soppressione del sistema 
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immunitario immediatamente dopo l’ovideposizione, in alcuni casi anche 
grazie alla sua capacità di regolare l’espressione genica del polydnavirus 
associato (Asgari, 2006; Li et al., 2007; Yu et al., 2007). Il ruolo e 
l’importanza del veleno nella parassitizzazione non si limita alla 
soppressione della risposta immunitaria, ma può avere un’importante 
funzione nell’alterazione del normale piano di sviluppo (Pennacchio e 
Strand, 2006) o risultare essenziale per la riduzione e/o soppressione del 
potenziale riproduttivo dell’ospite (Digilio et al., 2000; Falabella et al., 
2007a; Pennacchio e Mancini, 2012). Il veleno, quindi, contribuisce 
attivamente al successo della parassitizzazione, agendo direttamente nella 
soppressione del sistema immunitario e coadiuvando l’azione di altri fattori 
di virulenza, come i PDVs. 
 
 
Figura 5: Ghiandola del veleno 
 
 
Le proteine del calice ovarico (PO) giocano un ruolo importante nel 
successo della parassitizzazione. Il loro contributo può variare nei diversi 
sistemi ospite-parassitoide, ma è senz’altro fondamentale per i fenomeni di 
immunosoppressione che si verificano immediatamente dopo la 
parassitizzazione. Le PO possono essere componenti attive della 
parassitizzazione ed avere un’importanza primaria nel generare la rapida 
immunosoppressione dell’ospite, necessaria nel breve arco di tempo che 
precede l’espressione dei geni del PDV simbionte del parassitoide (Webb e 
Luckhart, 1994; Luckhart e Webb, 1996; Li et al., 2007). In altri casi le PO 
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sono necessarie affinchè il veleno possa esplicare la propria attività 
immunosoppressiva (Tanaka, 1987).  
 
5.2.2 Fattori di regolazione di origine embrionale. 
Oltre a fattori parassitari di origine materna, anche fattori di origine 
embrionale possono, in taluni casi, contribuire attivamente al successo della 
parassitizzazione (Howard et al., 2004; Schepers et al., 1998). I teratociti 
sono cellule giganti originatesi dalla dissociazione della membrana serosale 
e che persistono nell’emolinfa dell’ospite durante lo sviluppo larvale del 
parassitoide. Essi posseggono una membrana cellulare densa di microvilli, 
un abbondante reticolo endoplasmatico e numerosi mitocondri, strutture che 
sono alla base dell’intensa attività metabolica che li caratterizza (Schepers et 
al., 1998). 
I teratociti sono stati finora ritrovati soltanto in pochi gruppi di imenotteri 
parassitoidi, nell’ambito delle superfamiglie Ichneumonoidea, 
Platygastroidea e Calcidoidea (Pedata et al., 2003; Pennacchio e Strand, 
2006). Nella superfamiglia Ichneumonoidea sono stati ritrovati in sette delle 
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membro degli Icneumonidi (Rouleux-Bonnin et al., 1999); nella 
superfamiglia Platygastroidea, invece, sono stati ritrovati sia nei 
Platygastridi (Hill e Emery, 1937) che negli Scelionidi (Gerling e Orion, 
1973, Strand et al., 1985; Volkoff e Colazza, 1992). 
Il ruolo dei teratociti è stato studiato in un numero limitato di specie di 
Braconidi, e questi studi funzionali hanno dimostrato che tali cellule 
agiscono in modo differente sulla modulazione della disponibilità 
nutrizionale, del bilancio endocrino e della risposta immunitaria dell’ospite.  
I teratociti producono e, spesso, secernono una varietà di proteine con 
caratteristiche e funzioni spesso piuttosto differenti nei diversi casi studiati 
(Howard et al., 2004). Si ipotizza che i fattori secreti da queste cellule 
includano inibitori della risposta immunitaria, molecole fungicide, inibitori 
dell’ormone giovanile, proteasi, inibitori della fenolossidasi, molecole che 
sopprimono la produzione degli ecdisteroidi e fattori che, con diverse 
modalità, contribuiscono alla nutrizione del parassitoide (Bell et al., 2004).  
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In definitiva, sulla base dei dati finora raccolti, è possibile concludere che i 
teratociti sono in diversi modi coinvolti nella regolazione dell’ospite, 
svolgendo un ruolo importante nella loro utilizzazione nutrizionale da parte 
delle larve del parasitoide (De buron et al., 1997). 
5.3 Il sistema biologico Heliothis virescens –
Toxoneuron nigriceps 
Studi dettagliati sulle alterazioni endocrine e di sviluppo dell’ospite indotte 
da endoparassitoidi sono stati realizzati in diversi sistemi modello. Fra 
questi, nel laboratorio presso cui ho svolto la mia tesi di dottorato è stata 
dedicata particolare attenzione al sistema Heliothis virescens (F.) / 
Toxoneuron nigriceps Viereck (Leidoptera, Noctuidae / Hymenoptera, 
Braconidae) (Fig. 6). 
 
 
Figura 6: Femmina di T. nigriceps che parassitizza 
una larva di IV età di H. virescens. 
 
T. nigriceps  è un parassitoide endofago coinobionte delle larve della nottua 
del tabacco H. virescens. Le larve dell’ospite parassitizzate, come in molte 
altre associazioni ospite-parassitoide, mostrano alcune patologie, quali 
l’alterazione dell’equilibrio endocrino (che causa l’arresto dello sviluppo 
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dell’ultima età larvale dell’ospite) e la soppressione del sistema immunitario 
(Pennacchio and Strand, 2006). 
Le larve di H. virescens parassitizzate da T. nigriceps presentano un 
normale sviluppo fino all’ultima età larvale ma, giunte a maturità, sono 
incapaci di incrisalidarsi. Questo indica che T. nigriceps è in grado di 
alterare l’equilibrio neuroendocrino del proprio ospite causando l’arresto 
dello sviluppo, riconducibile ad un significativo aumento del titolo di 
ormone giovanile (Li et al., 2003) e ad una considerevole riduzione 
dell’attività biosintetica delle ghiandole protoraciche, la cui struttura, 
tuttavia, rimane inalterata (Tanaka e Vinson, 1991). Le alterazioni osservate 
sono dovute all’azione combinata di fattori parassitari di origine materna ed 
embrionale. In particolare, le secrezioni materne ed il bracovirus associato a 
T. nigriceps (TnBV) (Tanaka e Vinson, 1991; Pennacchio et al., 1997, 
Pennacchio et al., 1998a, Pennacchio et al., 2001; Pennacchio e Strand, 
2006) interferiscono attivamente con la biosintesi dell’ecdisone, mentre i 
teratociti sono responsabili della conversione selettiva del 20-
idrossiecdisone in ecdisteroidi polari non attivi, che si ritrovano accumulati 
nell’emolinfa dell’ospite (Pennacchio et al., 1994b; Pennacchio et al., 
2001).  
A seguito delle alterazioni endocrine, le larve parassitizzate di ultima età di 
H. virescens mostrano un profilo biochimico dell’emolinfa alterato ed un 
conseguente incremento del valore nutrizionale dell’ospite, di grande 
importanza perché la parassitizzazione abbia successo. I cambiamenti 
metabolici indotti dal parassitoide mantengono elevato il tenore di proteine 
in circolo nell’emolinfa nella larva ospite (Pennacchio et al., 1992; 
Pennacchio et al., 1993; Pennacchio et al 1994a, b; Pennacchio e Strand, 
2006). Appare chiaro che per incrementare l’idoneità nutrizionale 
dell’ospite, il parassitoide deve mobilitare le risorse immagazzinate e/o 
disabilitare quei processi metabolici dell’ospite particolarmente dispendiosi 
dal punto di vista energetico quali il completamento della metamorfosi 
(Pennacchio e Strand, 2006).  
T. nigriceps è in grado di bloccare attivamente la risposta immunitaria del 
proprio ospite soprattutto grazie ai fattori di origine materna, quali il veleno 
e il fluido del calice ovarico, che la femmina inietta nella larva ospite al 
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momento dell’ovideposizione. Tra questi fattori, il bracovirus simbionte di 
T. nigriceps (TnBV) risulta di particolare importanza. L’espressione di 
diversi geni di questo virus comporta alterazioni strutturali e funzionale 
degli emociti e della risposta immunitaria umorale, che si registra fin dalle 
prime ore dopo la parassitizzazione (Ferrarese et al., 2005). TnBV, pertanto, 
è il fattore parassitario più importante nell’induzione della sindrome 
immunosoppressiva osservabile nelle larve parassitizzate di H. virescens.  
 
5.3.1 TnBV 
 TnBV è un tipico PDVs appartenente al genere bracovirus (BV); il suo 
genoma (costituito da 29 cerchi  di DNA a doppio filamento) possiede 
un’ampia regione non codificante (>78%), un elevato contenuto di A-T (> 
68%) e una regione codificante corrispondente all’incirca al 22% dell’intero 
genoma. Quest’ultima è caratterizzata dalla presenza di geni in copie 
multiple, riuniti talora in membri di famiglie geniche.  
 
Regione codificante del genoma di TnBV  
Attualmente, in TnBV, i geni identificati e più ampiamente descritti 
appartengono alla classe di geni  espressi solo nell’ospite e coinvolti nelle 
alterazioni fisiologiche osservate nella parassitizzazione (Theilmann e 
Summers, 1986; Stoltz, 1993). 
I geni TnBV1 e TnBV2 a partire da 12 ore dalla parassitizzazione, 
producono trascritti presenti negli emociti, nei corpi grassi e nelle ghiandole 
protoraciche di larve parassitizzate, che raggiungono un picco massimo tra 
le 24 e le 48 ore dopo la parassitizzazione (Varricchio et al., 1999, Falabella 
et al., 2003). L’espressione transiente di questi geni in differenti tipologie 
cellulari, specialmente negli emociti, indica un loro possibile 
coinvolgimento nelle alterazioni della fisiologia dell’ospite, in particolare in 
processi di degenerazione apoptotica degli emociti in seguito a 
parassitizzazione (Varricchio et al., 1999, Lapointe et al., 2005). 
Un’altra famiglia genica di TnBV include membri che codificano proteine 
“I B-simili”, denominate anche con l’acronimo “ank” (dal termine inglese 
“ankyrin”), che mostrano una significativa identità di sequenza 
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(approssimativamente il 50%) con membri della famiglia di proteine I B. 
Queste ultime sono importanti fattori di regolazione, che agiscono come 
inibitori della via di trasduzione del segnale che in insetti e vertebrati porta 
all’attivazione di NF- B (Silverman e Maniatis, 2001). Le proteine NF- B o 
Rel sono fattori trascrizionali, ovvero proteine in grado di legare il DNA e 
modulare l’espressione di quei geni che sono sotto il controllo di promotori 
B. Le proteine “I B-simili” codificate da TnBV sono caratterizzate, come 
le proteine I B, dalla presenza di domini ripetuti di anchirina, ma non 
presentano la sequenza regolatrice in posizione N-terminale (Falabella et al., 
2007b; Rogers at al., 1986; Ghosh e Karin, 2002; Ghosh et al., 1998; Webb
 
e Strand, 2005). Tali proteine, pertanto, sono in grado di interagire con i 
fattori NF- B in modo stabile e non modulabile, impedendo di fatto 
l’espressione di tutti i geni che sono sotto il controllo di NF- B.  
In larve di H. virescens parassitizzate e immunosoppresse, il blocco del 
segnale NF- B indotto da TnBV probabilmente inibisce sia la risposta 
immunitaria umorale che quella cellulare, come riportato per diversi sistemi 
ospite (lepidottero) - parassitoide (Strand, 2012). Le proteine ANK 
codificate da TnBV potrebbero essere coinvolte anche nell’induzione di 
apoptosi nelle cellule dell’ospite parassitizzato (Ferrarese et al., 2005). Esse 
potrebbero, infatti, inibire la sintesi di fattori anti-apoptotici, andando così a 
completare l’attività del prodotto del gene TnBV1 (Lapointe et al., 2005)  
Un’altra importante famiglia genica rinvenuta nel genoma del TnBV è 
quella delle proteine tirosino-fosfatasi (PTP), che risulta essere la più 
numerosa, contando più di 13 geni espressi in differenti tessuti dell’ospite. 
Le PTP svolgono un ruolo chiave nel controllo della fosforilazione delle 
proteine cellulari (Neel et al., 1997) e, pertanto, hanno una funzione 
importante nella modulazione di innumerevoli meccanismi di trasduzione di 
segnale. Per due delle PTP di TnBV sono stati isolati i cDNA completi, 
denominati PTP5 e PTP7, la cui espressione è stata osservata negli emociti e 
nei corpi grassi dell’ospite parassitizzato (Provost et al., 2004). Solo PTP7 è 
espresso nelle ghiandole protoraciche a 24 ore dalla parassitizzazione. 
Questo suggerisce che l’espressione delle PTP potrebbe essere tessuto e/o 
substrato specifica, e riconducibile al blocco dell’attività biosintetica delle 
ghiandole protoraciche dell’ospite (Falabella et al., 2006). Tuttavia, 
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l’elevato livello di espressione di questi geni negli emociti e nel tessuto 
adiposo indica il loro coinvolgimento anche nella soppressione della 
risposta immunitaria, così come ampiamente riportato in altri sistemi ospite-
parassitoide (Strand, 2012). 
Numerosi altri geni sono stati identificati in TnBV, ma per essi, al momento, 
non sono state effettuate analisi funzionali che consentono una chiara 
interpretazione del loro ruolo nell’induzione della sindrome parassitaria 
mostrata dagli ospiti.  
 
Regione del genoma del TnBV non codificante 
Il genoma di TnBV, come già detto, presenta un’ampia porzione (circa il 
78%) apparentemente priva di geni. Il significato funzionale di una porzione 
non codificante così rilevante è ancora oggi oggetto di studio. È possibile 
ipotizzare che essa possa svolgere un ruolo importante in fenomeni di 
regolazione della fisiologia dell’insetto ospite. Tuttavia, tale ipotesi resta 
non del tutto supportata da evidenze sperimentali.   
Un lavoro precedentemente svolto nel nostro laboratorio ha portato 
all’identificazione nel genoma di TnBV di una sequenza che produce  un 
RNA non codificante (ncRNAs). Tale sequenza è  localizzata in un circolo 
virale del genoma di TnBv nel quale è stato individuato anche un membro 
della famiglia genica delle proteine “I B-simili”. La sequenza del ncRNA è 
inversa e complementare rispetto alla regione 5'UTR di un gene di H. 
virescens, chiamato 102 (Fig. 7) la cui espressione negli emociti di larve 
parassitizzate risulta essere sotto-regolata dal ncRNA di TnBV (dati non 
pubblicati). 
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Figura7: Posizione del trascritto virale rc5’ntTnBV nel circolo virale 4.7. 
 
  
Per questo motivo è stato ipotizzato che il ncRNA potrebbe essere coinvolto 
in fenomeni di silenziamento del gene 102, portando alla degradazione dei 
trascritti del gene o bloccandone la traduzione. 
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SCOPO DELLA TESI 
 
L’ipotesi stimolante appena formulata, che il ncRNA identificato possa 
essere responsabile di fenomeni di regolazione dell’espressione genica 
dell’ospite, ha aperto numerosi quesiti sul suo significato funzionale. Per 
potere fornire interpretazioni attendibili, è sembrato importante conoscere il 
ruolo funzionale del gene 102, prima di poter definire l’effetto di un suo 
silenziamento. 
Pertanto, il mio lavoro di tesi, integrato in attività svolte in collaborazione 
con altre strutture di ricerca, si è posto i seguenti obiettivi: 
 Analisi funzionale del gene 102 per definire il suo ruolo nella fisiologia 
dell’ospite (Capitolo1) 
 Valutazione degli effetti fenotipici del suo silenziamento con RNAi e 
loro confronto con le alterazioni osservate in ospiti parassitizzati 
(Capitolo 2) 
 Sviluppo di strategie di controllo di specie dannose in agricoltura basate 
sulle conoscenze acquisite (Capitolo 3 e 4). 
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CAPITOLO 1 
Ruolo funzionale della proteina 102 di H. 
virescens nella risposta immunitaria cellulare 
 
1.1 Introduzione 
Nell’ambito di uno studio mirante a isolare e caratterizzare i geni del 
bracovirus associato a T. nigriceps (TnBV), sono state individuate diverse 
sequenze espresse nelle larve parassitizzate di H. virescens. Il cDNA del 
gene 102 presenta una regione non tradotta all’estremità 5’ (5’nt102), che è 
inversa e complementare rispetto al trascritto virale non codificante 
rc5’ntTnBV. Poiché il livello dei trascritti del gene 102 negli emociti di 
larve parassitizzate è più basso che nei controlli non parassitizzati 
(Pennacchio et al., dati non pubblicati), si è ipotizzata l’esistenza di un 
meccanismo naturale di silenziamento, attivato da questa sequenza virale 
non codificante. Il gene target, il 102, sembrava avere una funzione 
immunitaria non definita, la cui soppressione, verosimilmente, concorre alla 
sindrome immunodepressiva degli ospiti parassitizzati.  
La prima parte del mio lavoro di dottorato è stata dedicata ad esperimenti 
volti alla comprensione del ruolo funzionale della proteina codificata dal 
gene 102 in H. virescens. I dati da me ottenuti sono andati a integrare un più 
ampio studio la cui realizzazione ha richiesto la collaborazione di diversi 
gruppi di lavoro (Falabella et al., 2012). Tale contributo viene di seguito 
presentato sommariamente e, quindi, inserito integralmente. 
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1.2 Amiloidi funzionali nella risposta 
immunitaria degli insetti 
Il sistema immunitario innato degli insetti comprende una risposta umorale 
ed una cellulare, che forniscono protezione contro l'invasione di patogeni e 
parassiti (Lemaitre e Hoffmann, 2007). Le reazioni di difesa nei confronti di 
questi ultimi includono l'incapsulamento da parte delle cellule del sistema 
immunitario e la deposizione localizzata di melanina che, per evitare danni 
sistemici, è solitamente limitata al sito dove è avvenuta la lesione e alla 
superficie dei corpi estreanei. La melanizzazione sembra svolgere una 
funzione immunitaria importante negli artropodi e, presumibilmente, in 
molti altri invertebrati (Cerenius et al., 2008;. Lemaitre e Hoffmann, 2007). 
L’approfondita analisi funzionale del gene 102, effettuata realizzando 
esperimenti sia in vivo che in vitro, dimostra che il processo localizzato di 
melanizzazione, che avviene durante l'incapsulamento di oggetti estranei 
negli insetti ad opera degli emociti, è mediato dalla produzione di fibre 
amiloidi a partire da frammenti della proteina 102. Queste fibre amiloidi si 
accumulano in ampie cisterne del reticolo endoplasmatico rugoso degli 
emociti stessi e, dopo lo stimolo immunitario, sono rilasciate, e formano uno 
strato di rivestimento dei corpi estranei presenti nell’emocele, che funge da 
impalcatura molecolare, capace di  promuovere la sintesi localizzata della 
melanina e l’incapsulamento. L’interruzione della formazione di fibre 
amiloidi pregiudica anche la formazione della capsula emocitaria, e questo 
suggerisce un loro ruolo nel coordinare le risposte di difesa umorali e 
cellulari. I risultati ottenuti dimostrano, per la prima volta, che le fibre 
amiloidi svolgono un ruolo funzionale chiave nella immunità dell’insetto.  
Studi recenti indicano che il sistema di attivazione della pro-fenolossidasi 
(proPO) è strettamente associato alla comparsa di fattori che stimolano la 
reazione immunitaria, ed è fondamentale per l'eliminazione degli agenti 
patogeni e dei parassiti (Eleftherianos et al., 2007, Cerenius et al., 2008). 
Inoltre, l'inibizione della melanizazione dell’emolinfa nell’interazione 
ospite/parassitoide è un’alterazione molto comune negli ospiti parassitizzati 
(Pennacchio e Strand, 2006), ed è mediata dalla distruzione sia della 
attivazione della proPO, sia dell'attività della PO (Beck e Strand, 2007;  
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Colinet et al., 2009; Lu et al., 2008; Nappi et al., 2009). Questo sintomo è 
associato, nella maggior parte dei casi, all'ininibizione della reazione 
d’incapsulamento dell’uovo del parassitoide. Pertanto, è probabile che la 
melanogenesi sia importante per la formazione della capsula emocitaria. 
Tuttavia, ad oggi, un collegamento funzionale diretto tra l'attivazione della 
proPO e l'incapsulamento non è stato ancora dimostrato. È interessante 
notare che la proPO aderisce solo ai granulociti e agli sferulociti di larve di 
lepidottero (Ling e Yu, 2005), che sono i due tipi di emociti che producono 
amiloidi, su cui è sintetizzata melanina. Questo sostiene indirettamente la 
teoria che ci sia una stretta interazione tra i componenti della cascata di 
attivazione della PO e l’impalcatura costituita da fibre amilodi, su cui la 
sintesi della melanina è strettamente localizzata. Come questo processo sia 
associato alla formazione della capsula emocitaria è ancora da definire, e il 
chiarimento di tale fenomeno potrebbe far luce sui legami funzionali che 
intercorrono tra l'immunità umorale e quella cellulare, che negli invertebrati 
non sono ancora ben definiti, anche se evidenze sperimentali indicano la 
presenza di un’intensa interconnessione (Cerenius et al., 2010;. Kan et al., 
2008;. Lavine e Strand, 2002).  
La presenza di fibrille amiloidi derivante dalla P102 nei granulociti e negli 
sferulociti ha, probabilmente, anche implicazioni sulla formazione e sul 
ruolo funzionale della lamina basale che delimita la cavità emocelica e tutti 
gli organi interni degli insetti. Come descritto in diversi studi (Akai e Sato, 
1973; Beaulaton, 1968; Sass et al., 1994;. Wigglesworth, 1973), gli emociti 
contribuiscono significativamente alla formazione della lamina basale, 
rilasciando quantità consistenti di materiale microfibrillare. Queste evidenze 
ultrastrutturali sono ulteriormente rafforzate da studi di immuno-rivelazione, 
che dimostrano la presenza di epitopi molecolari comuni nella lamina basale 
e negli emociti (Nardi e Miklasz, 1989; Sass et al., 1994). La rottura del 
tegumento degli insetti e la perdita di emolinfa avvia la cicatrizzazione 
localizzata, attivando reazioni di coagulazione e melanizzazione (Lemaitre e 
Hoffmann, 2007). È ragionevole supporre che le fibre amiloidi generate 
dalla P102 siano coinvolte nella localizzazione della melanogenesi anche in 
questo caso.  
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Nei mammiferi, il problema della localizzazione della melanizzazione viene  
risolto in modo molto simile, in quanto la melanogenesi avviene 
esclusivamente nei melanosomi, un compartimento cellulare specializzato, 
dove amiloidi funzionali, impacchettati come inclusioni intracellulari, 
promuovono la polimerizzazione della melanina, e proteggono i melanociti 
dagli effetti collaterali dei precursori tossici melanogenici, impedendo la 
loro diffusione nel citoplasma (Fowler et al., 2006, 2007).  
Pertanto, sia nei mammiferi che negli invertebrati vengono utilizzati 
amiloidi funzionali in ruoli simili per risolvere il problema connesso con la 
sintesi in vivo di melanina, un composto altamente tossico. Il fatto che il 
processo di melanogenesi avvenga su un'impalcatura molecolare di fibre 
amiloidi in specie animali filogeneticamente distanti, è in sintonia con 
l'ipotesi che questi aggregati proteici ordinati, le fibre amiloidi, sianoapparsi 
molto presto nella evoluzione della vita, giocando un ruolo importante 
anche nel mondo prebiotico (Greenwald e Riek, 2010).  
I risultati di questo studio rafforzano ulteriormente il concetto che amiloidi 
si formino anche in contesti fisiologici, e non solo in  quadri patologici 
(Chiti e Dobson, 2006; Fowler et al., 2007;. Greenwald e Riek, 2010). Vi è 
un numero crescente di esempi di amiloidi che svolgono importanti ruoli 
funzionali in batteri, funghi e mammiferi (Fowler et al., 2007). Una 
maggiore comprensione dei diversi ruoli fisiologici delle amiloidi e dei 
meccanismi che controllano la loro formazione potrebbe fornire nuove e 
interessanti prospettive per il trattamento di malattie in cui è coinvolta la 
produzione di fibre amiloidi. Gli insetti potrebbero offrire nuovi ed efficaci 
sistemi sperimentali per lo studio dell’amiloidogenesi. 
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CAPITOLO 2 
RNAi in larve di H. virescens 
 
2.1 Scopo del lavoro 
Il trascritto virale non codificante rc5’ntTnBV potrebbe essere in grado di 
silenziare l’espressione del cDNA 102, secondo un meccanismo ancora 
ignoto. La seconda parte del mio lavoro di dottorato  è stata dedicata alla 
valutazione dell’effetto fenotipico indotto dal silenziamento del 102, 
attraverso l’uso di RNAi. In altri termini, si è voluto valutare se il 
silenziamento di questo gene possa determinare la soppressione della risposta 
immunitaria che si osserva nelle larve parassitizzate da T. nigriceps. Tale 
studio consente di valutare, indirettamente, il possibile ruolo funzionale di 
rc5’ntTnBV. 
Sebbene nei lepidotteri la tecnica dell’RNAi sia risultata spesso difficile da 
applicare, il bersaglio che abbiamo scelto presenta caratteristiche tali da 
essere un buon candidato per l’RNAi, anche in quest’ordine di insetti. Infatti, 
secondo quanto riportato da Terenius et al. (2011), i geni che meglio si 
prestano al silenziamento con RNAi, indotto da dsRNA, sono quelli 
attivamente coinvolti nella risposta immunitaria (Hirai et al., 2004; 
Eleftherianos et al., 2006a, b, 2009). Inoltre, uno studio condotto in D. 
melanogaster ha dimostrato che gli emociti erano i soli in grado di assumere 
dsRNA iniettato, con conseguente silenziamento di un transgene espresso 
solo in tali cellule (Miller et al., 2008). Il silenziamento del gene 102, che è 
altamente espresso negli emociti delle larve di H. virescens, sembra, pertanto, 
un buon candidato per l’approccio che si intende perseguire ai fini di una sua 
analisi funzionale.  
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2.2 Materiali e metodi 
2.2.1 Allevamento degli insetti 
Le larve di H. virescens sono state allevate singolarmente, a partire dalla 
prima età larvale, in provette di plastica (cm 6 h x 2 ø) chiuse con cotone 
idrofilo, su dieta artificiale (Pennacchio et al., 1998a). Gli stadi larvali di H. 
virescens sono stati individuati sulla base delle caratteristiche morfologiche 
descritte da Webb e Dahlman (1985) e sincronizzate, per gli esperimenti da 
svolgere, come riportato in letteratura (Pennacchio et al., 1992). Le larve 
sono state mantenute in condizioni termoigrometriche controllate, in camera 
climatica a 29 ± 1°C, con umidità relativa pari al 70 ± 5% e regime 
fotoperiodico di 16 ore di luce/ 8 ore di buio. 
2.2.2. Clonaggio del trascritto rc5’ntTnBV da vettore 
plasmidico  
Il trascritto rc5’ntTnBV, clonato nel vettore plasmidico pIZT/V5-His (Fig 
2.1), è stato il punto di partenza per la produzione di molecole di dsRNA102 
da impiegare in saggi biologici con H. virescens. Come prima cosa è stata 
effettuata la trasformazione di cellule E. coli DH5α mediante shock termico, 
aggiungendo, ad un’aliquota di cellule competenti  scongelata in ghiaccio, 
10 ng del plasmide ed incubando in ghiaccio per 30 min. Dopo uno shock 
termico a 42°C per 30 sec, le cellule sono state immediatamente trasferite in 
ghiaccio per 2 minuti. Le cellule trasformate sono state quindi aggiunte ad 1 
ml di LB liquido (10 g/l di Triptone, 5 g/l di estratto di Lievito, 5 g/l di 
NaCl; pH 7,5). I tubi sono stati incubati a 37°C, per 1 h, in agitazione (250 
rpm). In seguito, 200 µl della trasformazione sono stati piastrati su terreno 
LB “low salt” agar (LB con 15 g/l di agar batteriologico), contenente 
l’antibiotico Zeocina (50 µg/µl). Le piastre sono state incubate per 16 h a 
37°C. 
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Figura 2.1: Rappresentazione schematica del costrutto ottenuto dal 
clonaggio del rc5’ntTnBV, corrispondente alla sequenza 
complementare e inversa della regione non tradotta al 5’ del cDNA 
102 nel vettore pIZT/V5-His. 
 
Per l’isolamento e l’estrazione del DNA plasmidico, 3 ml di LB contenente 
l’antibiotico Zeocina (50 µg/µl) sono stati inoculati con una singola colonia 
cresciuta su piastra. La coltura è stata incubata per 16 h a 37°C in agitazione 
(250 rpm). Le cellule sono state pellettate centrifugando a 2.000 g, per 10 min 
a 4°C, e risospese in 100 µl di Sol I (50 mM Glucosio, 25 mM Tris-HCl, 10 
mM EDTA; pH 8,0), miscelate vigorosamente e lasciate in ghiaccio per 10 
min. Successivamente sono stati aggiunti 200 µl di Sol II (0,2 N NaOH, 1% 
SDS). I tubi sono stati miscelati per inversione, posti in ghiaccio per 5 min, e 
dopo l’aggiunta di 150 µl di Sol III fredda (60% 5 M acetato di potassio, 
11,5% acido acetico glaciale), nuovamente  miscelati per inversione e lasciati 
in ghiaccio per 5 min. La miscela è stata centrifugata a 12.000 g per 10 min a 
4°C e il sovranatante è stato trasferito in un nuovo tubo contenente 1 µl di 
RNAse A (10 µg/µl). Dopo incubazione a 37°C per 30 min, un uguale 
volume di una soluzione di fenolo:cloroformio (1:1 v/v) è stato aggiunto, 
miscelato e centrifugato a 12.000 g per 2 min a 4°C. Recuperata la fase 
superiore, è stato di nuovo aggiunto un volume di cloroformio e, dopo 
X
b
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cI
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centrifugazione a 12.000 g per 5 min, la fase acquosa è stata trasferita in un 
nuovo tubo, al quale sono stati aggiunti 600 µl di isopropanolo. La soluzione 
è stata successivamente centrifugata a 10.000 g per 5 min. Il pellet è stato 
lavato con 1 ml di 70% etanolo, asciugato all’aria per circa 5 min e 
solubilizzato in 50 µl di acqua bidistillata sterile. 
Il DNA plasmidico estratto è stato sottoposto ad elettroforesi orizzontale in 
gel d’agarosio (1% w/v) in 1X TAE (40 mM Tris-acetato, 1 mM EDTA) per 
quantificarlo mediante confronto visivo con uno standard di quantità note 
(DNA genomico del fago λ). Dopo aver applicato una differenza di 
potenziale di 70 Volt per 40 min, il DNA plasmidico è stato visualizzato 
tramite esposizione a raggi UV ed è stato digerito con gli enzimi di 
restrizione EcoR I e Sac II. La reazione è stata allestita come mostrato in 
Tabella 2.1. 
 
 
Tabella 2.1: Componenti della reazione di digestione 
La miscela di reazione è stata incubata per 1 h a 37°C. In seguito, i campioni 
sono stati analizzati tramite elettroforesi su gel di agarosio all’1%. 
2.2.3 PCR con oligo contenenti la sequenza T7 
La reazione di PCR (Polymerase Chain Reaction) è stata eseguita sul DNA 
plasmidico con l’utilizzo dei primer T7_102 fw e T7_102 rv (Tabella 2.2). 
 
 
Tabella 2.2: Primer con la sequenza T7 utilizzati per l’amplificazione della sequenza 
rc5’ntTnBV 
 
La reazione di PCR è stata allestita utilizzando i reagenti riportati nella 
Tabella 2.3. Le condizioni di amplificazione sono riportate nella Tabella 2.4. 
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Tabella 2.3: Componenti della reazione di amplificazione 
 
 
Tabella 2.4: Condizioni di amplificazione per la sequenza rc5’ntTnBV 
 
2.2.4 Trascrizione in vitro delle molecole di dsRNA 
Per la trascrizione in vitro delle molecole di dsRNA è stato utilizzato il 
MEGAscript RNAi kit (Ambion). 
La reazione di trascrizione è stata assemblata a temperatura ambiente, come 
riportato nella Tabella 2.5 e incubata a 37°C per l'intera notte. 
Per verificare l’integrità e l’efficienza di formazione delle molecole di 
dsRNA è stata effettuata una corsa elettroforetica su gel di agarosio all’1%. 
Sul gel è stato caricato 1/400
 
della reazione di trascrizione (5 µl di una 
diluizione 1:100). Successivamente la miscela è stata trattata con gli enzimi 
DNase I e single-strand RNase (Ambion), specifica per la degradazione di 
molecole di RNA a singolo filamento, per digerire il templato di DNA ed 
eventuali ssRNA non appaiati. La reazione di digestione è stata allestita 
come riportato in Tabella 2.6 e incubata a 37°C per 1 h. 
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Tabella 2.5: Componenti per la reazione di trascrizione in vitro 
del dsRNA a partire dall’amplificato ottenuto con gli oligo T7. 
 
 
 
Tabella2.6: Componenti per la reazione di digestione del 
dsRNA ottenuto con la trascrizione in vitro 
 
Successivamente le molecole di dsRNA sono state purificate assemblando la 
reazione come mostrato nella Tabella 2.7. 
 
 
Tabella2.7: Componenti per la reazione di 
purificazione del dsRNA dopo la digestione. 
 
Dopo aver preparato la miscela di purificazione, la reazione è stata caricata 
nelle colonnine “Filter Cartridge” fornite dal kit, centrifugata a 14.000 g per 
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2 min ed è stato allontanato l’eluato. Successivamente, sono stati aggiunti e 
centrifugati a 14.000 g per 2 min 500 µl della Wash Solution: tale passaggio 
è stato ripetuto due volte. Infine, sono stati aggiunti 100 µl della Elution 
Solution, incubati a 65°C per 2 min e centrifugati a 14.000 g per 2 min. 
Anche questo passaggio è stato ripetuto per due volte. 
Il dsRNA è stato quantificato tramite lettura allo spettrofotometro 
Biophotometer (Eppendorf) di diluizioni 1:100 in H2O sterile. La qualità e 
l’integrità delle molecole di dsRNA è stata nuovamente verificata, come 
descritto.  
Il dsRNA aspecifico, utilizzato come controllo, è stato sintetizzato con la 
stessa strategia dalla sequenza genica dell’mGFP6 (Green Fluorescent 
Protein). 
 
2.2.5 Somministrazione del dsRNA attraverso 
microiniezioni nella cavità emocelica 
Per effettuare il saggio di RNAi, larve di H. virescens dell’ultimo giorno 
della IV età, sono state anestetizzate per immersione in acqua per 5-10 
minuti. Dopo essere state asciugate su carta da filtro autoclavata, le larve 
sono state posizionate su parafilm. Con una siringa Hamilton Microliter 
1701RNR 10µl (gauge 26s, lunghezza 55 mm, punta 2) è stato prelevato 1 
µl di soluzione contenente la quantità di dsRNA prestabilita, che è stato 
iniettato nella membrana del collo, facendo attenzione a mantenere l’ago in 
posizione parallela rispetto al corpo, in modo da evitare di danneggiare i 
tessuti interni. Dopo due minuti di attesa, la larva è stata prelevata 
delicatamente con una pinzetta e trasferita in una provetta contenente la 
dieta, che è stata posta in camera climatica. Il dsRNA è stato iniettato in 
un’unica somministrazione, alla dose di 450 ng. Sono state realizzate 2 tesi: 
il trattato, costituito da larve che hanno ricevuto l’iniezione di dsRNA102, 
ed il controllo, dove le larve hanno ricevuto dsRNAGFP. Il saggio 
d’incapsulamento è stato effettuato a 12 e a 24 ore dalla somministrazione 
del dsRNA. 
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2.2.6 Somministarazione del dsRNA attraverso 
microiniezioni orali  
Per effettuare il saggio di RNAi le larve di H. virescens di IV età primo 
giorno sono state anestetizzate previa immersione in acqua per 5-10 minuti. 
Dopo essere state asciugate su carta da filtro autoclavata, le larve sono state 
posizionate su parafilm. Con una siringa Hamilton Microliter 1701RNR 
10µl (gauge 26s, lunghezza 55 mm, punta 3) è stato prelevato 1 µl di 
soluzione contenente la quantità di dsRNA stabilita, che è stata 
somministrata oralmente ad ogni singola larva, infilando delicatamente 
l’ago della siringa direttamente nella cavità orale, facendo attenzione a non 
perforare l’intestino, ed estraendo poi l’ago con altrettanta delicatezza. Dopo 
due minuti di osservazione, per controllare che non rigurgitasse la 
soluzione, la larva è stata prelevata delicatamente con una pinzetta, trasferita 
in una provetta contenente la dieta e posta in camera climatica. Il dsRNA è 
stato iniettato oralmente alle larve per tre giorni (i tre giorni di durata della 
IV età), in due somministrazioni giornaliere, ogni 12 ore. 
2.2.7 Saggio d’incapsulamento in larve di H. virescens 
interferite 
L’esperimento di RNAi in H. virescens è stato effettuato somministrando  
alle larve rispettivamente 450 ng totali di dsRNA per iniezione emocelica e 
1 ng, 4,5 ng, 45 ng, 100 ng, 200 ng e 450 ng di dsRNA per iniezione orale 
complessivamente in tre giorni, in due somministrazioni giornaliere. Per 
ogni dose di dsRNA somministrata è stata realizzata una prova costituita da 
due tesi: il trattato, consistente in larve a cui è stato somministrato 
dsRNA102; il controllo, costituito da larve a cui è stato somministrato 
dsRNAGFP. Ogni prova è stata realizzata in triplicato.  
Per ogni tesi realizzata, 3  larve sono state destinate, 12 ore dopo l’ultima 
somministrazione di dsRNA, al saggio d’incapsulamento, effettuato come 
descritto nel paragrafo che segue, per valutare l'effetto sulla risposta 
immunitaria, e altre 4 larve sono state destinate ad esperimenti di qRT-PCR, 
per valutare l’avvenuto silenziamento del gene bersaglio. Di queste ultime 
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larve, a 2 sono state iniettate sfere CM sepharose fast flow, 12 ore dopo 
l’ultima somministrazione di dsRNA, al fine di valutare il livello 
trascrizionale in condizioni di stimolazione della risposta immunitaria. Dopo 
12 ore tutte le larve destinate alla qRT-PCR sono state prelevate, lavate in 
acqua e EtOH 75%, poi in acqua RNAsi free, asciugate su carta da filtro 
autoclavata e congelate a –80°C prima di estrarne l’RNA. 
2.2.8 Saggio d’incapsulamento in vivo. 
Per effettuare il saggio di incapsulamento in vivo le larve di H. virescens, di 
V età primo giorno, sono state anestetizzate per immersione in acqua per 5-
10 minuti, sterilizzate in etanolo al 70% e risciacquate in acqua sterile. Dopo 
essere state asciugate su carta da filtro autoclavata, le larve sono state 
posizionate su parafilm con il dorso rivolto verso l’alto. Con una siringa 
Hamilton Microliter (702RNR 25ul, gauge 22s, lunghezza ago 55 mm, 
punta 3) sono stati prelevati 5 µl di PBS 1X (20 mM fosfato di sodio pH 
7.3; 150 mM NaCl.) contenenti circa 20 sfere cromatografiche CM 
Sepharose fast flow (Pharmacia), che sono state iniettate nella larva 
perforando la membrana del collo e mantenendo la siringa in posizione 
parallela al corpo della larva (Fig. 2.2), per evitare di danneggiarne 
l’intestino. L’ago della siringa è stato poi estratto con delicatezza, la larva è 
stata lasciata sul piano per due minuti, prelevata delicatamente con una 
pinzetta,trasferita in una provetta contenente la dieta e posta in camera 
climatica. 
 
 
 
Figura 2.2: Iniezione delle sfere cromatografiche nella 
cavità emocelica di una larva di H. virescens di V età. 
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A 24 ore dall’iniezione le sfere iniettate sono state recperate. Le larve, 
anestetizzate come sopra descritto, sono state posizionate con il ventre verso 
l’alto in 500 µl di soluzione anticoagulante MEAD (20 mM fosfato di sodio 
pH 7.3; 150 mM NaCl), decapitate con una microforbice e sezionate 
effettuando un taglio ventrale in direzione longitudinale, facendo attenzione 
a tagliare solo la cuticola, senza danneggiare l’intestino; quest’ultimo è stato 
rimosso con pinzette da dissezione e lavato in 500 µl di  PBS per recuperare 
le sfere ad esso eventualmente adese. La parte rimanente della larva 
(esoscheletro e annessi) è stata lavata rivoltandola nel MEAD, e grattando 
delicatamente con la pinzetta per permettere il recupero di tutte le sfere. 
L’operazione è stata ripetuta spostando l’esoscheletro in una nuova goccia, 
costituita da 500 µl di PBS. Le sfere, individuate con l’ausilio di un 
microscopio stereoscopico, sono state recuperate con una pipetta Gilson, 
poste in 300 µl di PBS nei pozzetti di una piastra, ed osservate al 
microscopio ottico (Leica DM IRB Microsistem) per calcolare il grado 
d’incapsulamento.  
L’indice d’incapsulamento complessivo per larva (indicato come I.I.%), è 
stato espresso da cinque gradi d’incapsulamento (Fig. 2.3), definiti come 
segue:  
0 - nessuna cellula adesa alla sfera 
1 - fino a 10 cellule adese 
2 - più di 10 cellule adese ma con meno di uno strato completo 
3 - uno o più strati completi ma senza melanizzazione 
4 - uno o più strati completi con melanizzazione 
 
L’indice d’incapsulamento è stato calcolato mediante la formula (Li et al., 
2007):  
 
I.I.(%) = [Σ (grado d’incapsulamento x totale sfere di questo grado)/ totale 
sfere x 4] x 100  
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Figura 2.3: Gradi d’incapsulamento: A) 0 (nessuna cellula adesa alla sfera); 
B) 1 (fino a 10 cellule adese); C) 2 (più di 10 cellule adese ma meno di uno 
strato completo); D) 3 (uno o più strati completi ma senza melanizzazione); 
E) 4 (uno o più strati completi, con melanizzazione). 
 
2.2.9 qRT-PCR 
2.2.9.1 Estrazione dell’RNA totale 
L’RNA totale è stato estratto singolarmente dalle larve di H. virescens con 
TRIzol® Reagent (RNA extraction kit, Invitrogen, Carlsbad, CA), seguendo 
il protocollo suggerito dalla casa produttrice. A seguito di centrifugazione e 
precipitazione a freddo, il pellet di RNA risultante è stato risospeso in acqua 
con DEPC. La concentrazione di RNA totale è stata determinata misurando 
l’assorbimento a 260 nm, mentre la purezza è stata stimata calcolando il 
rapporto di assorbanza 260nm/280nm, utilizzando il biofotometro 
(BioPhotometer, Eppendorf). L’integrità dei campioni di RNA totale 
estratto da ogni singola larva è stata controllata mediante elettroforesi su gel 
di agarosio allo 0,8 %, in condizioni denaturanti. I campioni di RNA sono 
stati conservati a -80 °C, fino al momento delle analisi successive. 
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2.2.9.2 SYBR-Green qRT-PCR 
Per la quantificazione relativa del gene 102, l’RNA totale estratto dalle larve 
di H. virescens è stato sottoposto a Real Time-PCR (qRT-PCR), utilizzando 
il sistema “Applied Biosystems StepOneTM Real Time-PCR System 
7900HT” a 48 pozzetti e come molecola intercalante del DNA il SYBR® 
Green (Applied Biosistems, Carlsbad, CA, USA). Le coppie di primer 
(Tabella 2.8) sono state disegnate con il software Primer Express, version 
1.0 (PE Applied Biosystems). 
 
 
Tabella 2.8: Primer utilizzati nella qRT-PCR 
 
Le reazioni di amplificazione sono state effettuate in un volume finale di 20 
μl e assemblate come indicato in Tabella 2.9. 
 
 
Tabella 2.9: componenti della reazione di qRT-PCR 
 
Il ciclo termico adottato è riportato in Tabella 2.10. 
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Tabella 2.10: Ciclo standard della qRT-PCR 
 
2.2.9.3 Quantificazione relativa (metodo CT) 
I valori di Ct delle reazioni qRT-PCR sono stati mediati ed utilizzati per la 
quantificazione del titolo del target con il metodo del CT. La quantità 
media di titolo del target di ciascun gruppo è stata normalizzata con l’SK 
come controllo endogeno, secondo la formula:  
Ct = Ct(target) – Ct(SK4RT). 
Il valore Ct di ciascun gruppo è stato confrontato con il valore del Ct 
utilizzato come calibratore, come da formula seguente: Ct= Ct(target) - 
Ct(calibratore). La quantità relativa è stata quindi calcolata utilizzando la 
formula 2
- Ct
. Al fine di valutare la sensibilità del metodo sono state 
confrontate le efficienze delle reazioni qRT-PCR per il target e SK4 di 
diluizioni seriali, in triplicato, di un estratto totale quantificato allo 
spettrofotometro Biophotometer (Eppendorf) (t.q, 1:10, 1:100, 1:1000 e 
1:10000). Per validare il metodo, è stato controllato che la retta di 
regressione ottenuta confrontando la quantità di target con i Ct avesse una 
curva con pendenza <0,1, indicando che le due efficienze sono 
approssimativamente uguali. 
2.2.10 Analisi statistica 
L’analisi statistica dei dati è stata effettuata con il software Statgraphics plus 
versione 3.0 (Statgraphics plus, 1997). Per l’analisi delle differenze nei 
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saggi di incapsulamento è stato utilizzato il test One-Way ANOVA, i 
risultati in termini di I.I. sono espressi come valore percentuale ± la 
deviazione standard (SD). I risultati in termini di valori Ct sono stati 
espressi come valore medio ± la deviazione standard (SD). Per l’analisi 
delle differenze nei saggi di incapsulamento è stato utilizzato il test One-
Way ANOVA. Il test “t” di Student è stato usato, invece, per confrontare le 
medie ottenute dagli esperimenti di qRT-PCR.  
 
2.3 Risultati 
2.3.1 Produzione del dsRNA102 di H. virescens da 
clone.  
La sequenza del dsRNA102 è complementare e inversa alla regione 5’UTR 
del gene 102 di H. virescens. Il vettore plasmidico pIZT/V5-His (Fig 2.1), è 
stato impiegato per effettuare una trasformazione mediante shock termico di 
cellule di E. coli DH5α. Dalle colonie è stato isolato il DNA plasmidico e 
successivamente quantificato tramite elettroforesi su gel di agarosio (Fig. 
2.4). 
 
 
Figura 2.4 Quantificazione del DNA plasmidico. λ 50, 100, 200: DNA del 
fago λ nelle quantità di 50, 100, 200 ng; lane da 1 a 6: DNA del plasmide 
estratto da singole colonie. 
 
Il DNA plasmidico estratto è stato digerito con gli enzimi di restrizione 
EcoR I e Sac II. I due enzimi effettuano un taglio ai lati della sequenza 
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rc5’ntTnBV, generando, in questo modo, un frammento lungo circa 700 bp e 
un frammento di circa 2800 bp, corrispondente alla restante parte del vettore 
(Fig 2.5). 
D1     M     D2              ND
2800 bp
700 bp
 
Figura 2.5: Digestione con la coppia di enzimi EcoR I e 
Sac II del DNA plasmidico estratto dai cloni 1 e 2. D1, D2: 
DNA plasmidico digerito; ND: DNA plasmidico non 
digerito; M: 1kb plus ladder (Invitrogen). 
 
Con l’ausilio della coppia di primer T7 (T7-102 fw e T7-102 rw) è stato 
possibile produrre i frammenti di dsRNA102 a partire dalla sequenza del 
cDNA rc5’ntTnBV, utilizzando una strategia che si basa sulla trascrizione in 
vitro di sequenze stampo di DNA fiancheggiate dalla sequenza del 
promotore T7.  I prodotti di PCR sono stati separati su gel di agarosio per 
verificare la presenza della banda di 650 bp attesa, corrispondente 
all’amplificazione del frammento rc5’ntTnBV (Fig. 2.6). Il prodotto di 
amplificazione è stato utilizzato come templato per la sintesi in vitro delle 
molecole dsRNA tramite l’uso del MEGAscript RNAi kit. 
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1        2     M        3       4    C-
650 bp
 
Figura 2.6: Amplificazione della sequenza rc5’ntTnBV con 
primer T7_102 fw/rv. Lane 1, 2, 3, 4: frammenti amplificati 
con primers T7_102 fw/rv; M:1kb plus ladder (Invitrogen); C-: 
controllo negativo della PCR: mix privo di templato. 
 
Il dsRNA102 ottenuto e purificato (650 bp) è stato sottoposto ad una 
elettroforesi su gel di agarosio 1% e poi quantificato tramite lettura allo 
spettrofotometro Biophotometer (Eppendorf). Il dsRNA ottenuto e’ stato 
stimato essere di circa 15 µg totali. 
 
2.3.2 Esperimenti di RNAi in H. virescens 
La somministrazione emocelica tramite microiniezione di dsRNA102 in 
larve di H. virescens di V età non ha prodotto l’inibizione della risposta 
d’incapsulamento, nè a 12 nè a 24 ore dalla somministrazione (Fig. 2.7). Gli 
indici di incapsulamento registrati per i controlli e i trattati non sono risultati 
statisticamente differenti al test ANOVA (P = 0,6407; F=0,5672; n = 9). 
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Figura 2.7: indice d’incapsulamento registrato a 12 e a 24 ore 
dall’interferenza 
 
La somministrazione orale tramite microiniezione di dsRNA in larve di H. 
virescens di V età ha provocato, invece, un’inibizione della risposta 
immunitaria cellulare riscontrata con il  mancato incapsulamento delle beads 
iniettate (Fig. 2.8). I valori ottenuti per l’I.I., confrontati mediante il test 
ANOVA, sono risultati statisticamente differenti (p<0,001; F = 1186.0; 
n=9). In particolare, a partire dalla dose di 4,5 ng, si registra un significativo 
abbassamento del livello di incapsulamento delle microsfere iniettate, che 
diventa più marcato per i dosaggi sperimentali adottati più alti (Fig. 2.9).  
 
 
Figura 2.8: a) Le beads iniettate nelle larve controllo di H. virescens sono 
incapsulate e melanizzate; b) Le beads iniettate nelle larve di H. virescens 
interferite appaiono melanizzate ma non incapsulate.  
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Figura 2.9: Indice di incapsulamento delle beads iniettate in larve di H. 
virescens, trattate con diverse dosi di dsRNA. Lettere differenti indicano 
valori significativamente differenti (p<0,05). 
 
È  interessante notare che nelle larve trattate con il dsRNA102, al ridotto 
livello di incapsulamento si associa l’attivazione di una reazione di 
melanizzazione sistemica, visualizzabile anche sulla superficie delle 
microsfere non incapsulate, che risulta letale per le larve di H. virescens 
(Fig. 2.10).  
 
Figura 2.10: L’immagine mostra le larve controllo (a sinistra) 
confrontate con le larve interferite (a destra). Le larve iniettate 
con dsRNA102 muoiono dopo l’iniezione delle beads ed 
appaiono completamente melanizzate.  
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Pertanto, il fenotipo osservato sembra essere in linea con quanto prevedibile 
sulla base del silenziamento di un gene coinvolto nella produzione di una 
struttura molecolare di natura amiloide, coinvolta nella stretta localizzazione 
della reazione di melanizzazione (Falabella et al., 2012).  
2.3.3 qRT-PCR sulle larve di H. virescens sottoposte a 
RNAi 
Per valutare se la somministrazione orale del dsRNA diretto contro il gene 
102 provocasse una risposta RNAi e la sotto-regolazione del gene bersaglio 
nelle larve di H. virescens interferite sono stati condotti esperimenti di qRT-
PCR utilizzando il metodo di quantificazione relativa. Per la validazione del 
metodo del ∆∆Ct, 5 diluizioni seriali dell’RNA totale (4000; 400; 4; 0,4 e 
0,004 ng) sono state confrontate con i valori dei ∆Ct tra 102 e SK4. La curva 
risultante ha una pendenza < 0,1 e quindi il metodo è valido (Slope=0,0434; 
R
2
=0,04169). Il livello del trascritto bersaglio nelle larve trattate con dsRNA 
diretto contro il gene 102 si riduce ad 1/3 di quello osservato nelle larve 
controllo (P = 0,0872; t = 1,772; dF = 28), ma tale differenza non è 
significativa, essendo il valore di P leggermente al di sopra del limite di 0,05 
(Fig. 2.11). 
 
 
Figura 2.11: il livello di trascrizione del gene 102 delle larve trattate 
con dsRNA 102 non è statisticamente differente da quello registrato per 
le larve controllo (P>0,05) 
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Il livello del trascritto bersaglio risulta ridotto significativamente nelle larve 
trattate con dsRNA102, dopo stimolazione del sistema immunitario con 
l’iniezione di beads (P = 0,0002;  t = 4,218; df = 28) (Fig. 2.12).   
 
 
Figura 2.12: Il livello di trascrizione del gene 102 delle larve trattate 
con dsRNA 102 è statisticamente differente da quello registrato per le 
larve controllo dopo l’iniezione delle beads (P>0,0005). 
2.4 Discussione 
T. nigriceps è un imenottero braconide, endoparassitoide di larve di 
lepidotteri, che inietta nell’ospite, H. virescens, insieme all’uovo, alle 
proteine ovariche e al veleno, un virus simbionte della famiglia dei 
Polydnaviridae, TnBV. Questo virus è responsabile, come in molti altri 
sistemi analoghi (Webb e Strand, 2005; Pennacchio e Strand, 2006), della 
soppressione del sistema immunitario dell’ospite e di gravi alterazioni del 
suo sviluppo (Pennacchio et al., 2001a, b; Pennacchio et al., 1998a, b; 
Varricchio et al., 1999; Falabella et al., 2003; 2006). La sequenza completa 
del genoma di TnBV, così come quella già disponibile per altri 
polydnavirus, ha evidenziato la presenza di introni e di sequenze virali non 
codificanti, caratteri tipici degli organismi eucarioti (Espagne et al., 2002; 
Webb et al., 2006). Il ruolo delle porzioni codificanti dei genomi di 
polydnavirus è oggetto di numerosi studi e diversi fattori di virulenza sono 
stati isolati e caratterizzati (Pennacchio e Strand, 2006; Strand, 2012). Il 
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ruolo delle regioni non codificanti, presenti in maniera predominante nel 
genoma virale, non è stato invece ancora chiarito in nessuno dei 
polydnavirus conosciuti. 
L’identificazione di un piccolo trascritto non codificante, rc5’ntTnBV, 
complementare al 5’UTR del gene 102, ha suggerito un suo ruolo regolativo 
nell’espressione di questo gene dell’ospite, coinvolto nella regolazione della 
risposta immunitaria. In particolare, sembrerebbe possibile che tale trascritto 
sia in grado di silenziare il gene 102 attraverso un meccanismo di RNAi. In 
attesa di effettuare studi in vivo in ospiti parassitizzati, si è voluto verificare 
sperimentalmente che il silenziamento del gene bersaglio putativo del 
trascritto virale non codificante fosse in grado di riprodurre il fenotipo 
immunosoppresso mostrato dalle larve ospiti parassitizzate. La scelta di tale 
approccio sperimentale è stata incoraggiata anche dal fatto che l’interferenza 
mediata da dsRNA sembra avere maggiore successo per quei geni coinvolti 
nella risposta immunitaria espressi negli emociti (Hirai et al., 2004; 
Eleftherianos et al., 2006a, b; 2009; Terenius et al., 2011).  
La somministrazione del dsRNA102 attraverso microiniezioni nella cavità 
emocelica non ha prodotto l’effetto RNAi atteso. Tuttavia, la 
somministrazione orale del dsRNA102 ha prodotto il fenotipo 
immunosoppresso atteso, a diverse dosi di dsRNA somministrato. Le larve 
trattate mostrano non solo il mancato incapsulamento delle beads 
cromatografiche, ma anche una melanizzazione sistemica e letale. Questo 
risultato conferma che le amiloidi derivanti dalla proteina 102 sono 
responsabili della localizzazione delle reazioni coinvolte nella  
melanogenesi e dell’ attivazione dell’incapsulamento da parte degli emociti. 
Questi dati forniscono una prova indiretta della possibilità che il 
silenziamento del gene 102 in vivo possa effettivamente contribuire in modo 
significativo alla sindrome immunosoppressiva osservata nelle larve 
parassitizzate di H. virescens, che presentano livelli di espressione del gene 
102 ridotti in corrispondenza dell’aumento del trascritto virale non 
codificante (Pennacchio et al., dati non pubblicati). 
La risposta differente alla somministrazione nella cavità emocelica rispetto a 
quella orale potrebbe essere dovuta a diverse condizioni degradative e alla 
presenza di diverse capacità di assorbimento del dsRNA, nonchè alla 
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trasmissione sistemica del segnale di RNAi (Belles, 2010; Terenius et al., 
2011). La diversa presenza dei componenti molecolari coinvolti in questi 
processi nei differenti tessuti può fornire una possibile spiegazione per 
queste osservazioni discrepanti in funzione delle modalità di 
somministrazione. Per potere interpretare adeguatamente questa interessante 
osservazione è necessario comprendere come l’intestino sia in grado di 
assorbire dsRNA e quanto la dimensione di quest’ultimo sia importante 
nell’influenzare l’efficacia della somministrazione a larve di lepidottero, 
similmente a quanto si osserva in altri insetti (Huvenne e Smagghe, 2010). 
Verosimilmente, l’esito finale dipende da un equilibrio dinamico fra 
processi degradativi e di assorbimento di dsRNA di dimensione idonea ad 
innescare una risposta RNAi.  
Nonostante la presenza di numerosi ortologhi dei trasportatori di membrana 
sid presenti in C. elegans, poco si conosce sul loro ruolo di trasporto negli 
insetti, che sembra dipendere da altre vie di assorbimento, inclusa quella per 
endocitosi mediata da recettori (Saleh et al., 2006; Ulvila et al., 2006; 
Tomoyasu et al., 2008; Price e Gatehouse, 2008; Huvenne e Smagghe, 
2010; Xue-Yi Xue et al., 2012). In questa ottica, il mesentere è una struttura 
potenzialmente idonea per l’assorbimento del dsRNA, in quanto presenta 
elevate capacità di assorbimento di macromolecole, attraverso meccanismi 
di endocitosi e di trasporto vescicolare che rendono possibile anche la 
somministrazione orale di macromolecole ad azione bioinsetticida con target 
molecolari a localizzazione emocelica (Pennacchio et al., 2012). L’efficacia 
di questa potenziale via di ingresso di dsRNAs, da valutare 
sperimentalmente, potrebbe risultare in una pronta attivazione del pathway 
RNAi, visto che la funzione del complesso RISC è strettamente collegata al 
pathway endocitico (Siomi e Siomi, 2009a, b;. Lee et al., 2009) e che esiste 
un collegamento funzionale diretto tra la captazione del dsRNA da parte 
degli endosomi e la sua elaborazione da parte del complesso RISC a 
organelli dedicati alla degradazione dell’mRNA (Schneider et al., 2006). La 
conoscenza in dettaglio di questi fenomeni di assorbimento e trasporto nelle 
specie di interesse è premessa indispensabile per lo sviluppo di strategie di 
controllo basate su tecnologie RNAi.   
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CAPITOLO 3 
Identificazione dell’omologo del gene 102 in 
Spodoptera littoralis e sua analisi funzionale 
 
3.1 Scopo del lavoro 
Le osservazioni riportate nei capitoli precedenti consentono di concludere che 
il gene 102 svolge un importante ruolo nella risposta immunitaria in H. 
virescens e il suo silenziamento genera un fenotipo immunosoppresso, che 
riproduce, in parte, la sindrome osservata nelle larve parassitizzate da T. 
nigriceps. La funzione osservata lascia ipotizzare che, come noto per la 
maggior parte dei geni coinvolti nei meccanismi di difesa, essa possa essere  
conservata anche in specie di lepidotteri correlate. Pertanto, si è voluto 
procedere a valutare questa ipotesi in una specie di interesse economico 
presente anche in Italia, al fine di potere trasferire proficuamente eventuali 
risultati di rilevanza applicativa. Lo scopo di questa parte del mio lavoro di 
dottorato è quello di identificare l’omologo del gene 102 in Spodoptera 
littoralis (Boisduval) (Lepidoptera: Nottuidae) e valutare gli eventuali effetti 
di un trattamento con dsRNA. Se fosse possibile riprodurre in S. littoralis gli 
stessi effetti a livello fenotipico e molecolare ottenuti somministrando dsRNA 
in H. virescens si potrebbe pensare all’interferenza del gene 102 attraverso 
RNAi come valido strumento di supporto alla lotta di S. littoralis, che è 
considerato tra gli insetti più temibili a livello mondiale in termini di danno 
economico. 
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3.2 Materiali e metodi 
3.2.1 Analisi bioinformatica 
L’omologo del gene 102 di S. littoralis (102Sl) è stato identificato 
confrontando la sequenza del cDNA 102 di  H. virescens (102Hv) con 
quelle presenti nelle banche dati utilizzando l'algoritmo BLAST (Basic 
Local Alignment Search Tool) (Altschul et al., 1990; Gish e States, 1993) 
accessibile al sito http://www.ncbi.nlm.nih.gov/BLAST/. La sequenza 
amminoacidica, tradotta dal cDNA 102Sl, è stata individuata utilizzando il 
programma di predizione genica GENSCAN (http://genes.mit.edu/cgi-
bin/genscanw_py.cgi). Le regioni più conservate a livello amminoacidico 
sono state evidenziate utilizzando per l’allineamento multiplo ClustalW 
(http://www.ch.embnet.org/software/ClustalW.html). 
3.2.2 Materiale biologico 
Le larve di S. littoralis sono state allevate singolarmente, a partire dal primo 
giorno della terza età larvale, in provette di plastica (cm 6 h X 2 ø), chiuse 
con cotone idrofilo, su dieta artificiale (Tabella 3.1). 
 
 
Tabella 3.1: Ingredienti per la dieta artificiale di S. littoralis 
Gli stadi larvali di S. littoralis sono stati individuati su base morfologica e 
sincronizzate, per gli esperimenti da svolgere, come riportato in letteratura 
per H. virescens (Pennacchio et al., 1992). Gli insetti sono stati tenuti in 
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camera climatica a 25 ± 1°C, con umidità relativa pari al 70 ± 5% e regime 
fotoperiodico di 16 ore luce/ 8 ore buio. 
 
3.2.3 Estrazione di RNA dagli emociti di S. littoralis 
Le larve di S. littoralis sono state anestetizzate per immersione in acqua per 
qualche minuto, sterilizzate in etanolo 75% e risciacquate in acqua 
bidistillata sterile. Dopo essere state asciugate su carta da filtro autoclavata, 
le larve sono state posizionate su parafilm con il ventre rivolto verso l’alto 
per poter effettuare una piccola incisione a livello del terzo paio di zampe 
toraciche, con delle microforbici sterilizzate in etanolo 75%. Una leggera 
pressione sull’addome delle larve ha permesso la fuoriuscita dell’emolinfa, 
che è stata prelevata (50 µl di emolinfa/ larva) e raccolta in una eppendorf 
contenente 1ml di PBS 1X freddo, mantenuto in ghiaccio. L’emolinfa è stata 
immediatamente centrifugata per 10 min a 300 g, 4°C, permettendo così agli 
emociti di depositarsi sul fondo dell’eppendorf. Il sovranatante 
(prevalentemente plasma) è stato eliminato ed al pellet di emociti sono stati 
aggiunti 300µl di TRIzol® (Invitrogen, Carlsbad, CA). Il quantitativo di 
reagente da utilizzare è stato calcolato rispettando la proporzione secondo la 
quale 1 ml di TRIzol® è sufficiente per lisare 5-10
.
10
6
 cellule animali, 
vegetali e di lievito, o 10
7
 cellule batteriche. La risospensione e 
l’omogeneizzazione del pellet è avvenuta pipettando ripetutamente il 
TRIzol® e agitando su vortex il campione. Quest’ultimo, infine, è stato 
centrifugato a 10000 g, per 10 min a 4°C per rimuovere eventuale materiale 
insolubile. Il sovranatante, privo di impurità,  è stato trasferito in una nuova 
eppendorf e lasciato 5 min a temperatura ambiente. In seguito, si è 
provveduto ad estrarre l’RNA come indicato dalla casa produttrice. Ogni 
campione di RNA estratto è stato quantificato allo spettrofotometro e 
caricato su gel di agarosio all’0,8%, in condizioni denaturanti, per valutarne 
la qualità. L’RNA è stato conservato a -80 °C. 
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3.2.4 Produzione del dsRNA 
3.2.4.1 Amplificazione del cDNA (RT-PCR) 
Per le reazioni di amplificazione mediante la tecnica di RT-PCR (Reverse 
Transcription Polymerase Chain Reaction) è stato preparato cDNA a partire 
dall’RNA totale (estratto dagli emociti di S. littoralis) utilizzando il 
RETROscript® Kit (Life technologies). La prima fase del processo prevede 
la denaturazione dell’RNA del quale 5 µl (circa 2 µg) sono stati prelevati, 
posti in 2 eppendorf diverse contenenti 5 µl di acqua e, rispettivamente, 2 µl 
di Oligo(dT) o 2 µl di decameri random. La miscela è stata pipettata 
delicatamente, agitata manualmente e centrifugata brevemente, quindi è 
stata messa nel termomixer a 85°C per 3 min, prelevata, posta in ghiaccio, 
centrifugata brevemente e nuovamente posta in ghiaccio. Sono state quindi 
aggiunte le altre componenti della RT-PCR  (Tabella 3.2). 
 
 
Tabella 3.2: Componenti della reazione 
di trascrittasi inversa 
 
 
La miscela di reazione è stata agitata delicatamente, centrifugata brevemente 
e incubata a 42°C per 1 ora, dopo di che è stata posta a 92 °C per 10 min 
allo scopo di inattivare la Reverse Trascrittasi. Il cDNA ottenuto è stato letto 
allo spettrofotometro Biophotometer (Eppendorf) per la quantificazione e 
utilizzato immediatamente per effettuare delle amplificazioni PCR 
utilizzando una coppia di primer senso ed antisenso (Tabella 3.3) scelti sulla 
sequenza nucleotidica del cDNA 102Sl.  
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Tabella 3.3: Primer utilizzati per l’amplificazione della 
sequenza 580 bp del gene 102Sl necessaria per la 
produzione del amplificato con oligo T7. 
 
Le reazioni di amplificazione sono state eseguite con 1 μl di cDNA in un 
volume finale di 50 μl (Tabella 3.4). Le condizioni di amplificazione sono 
indicate nella Tabella 3.5. 
 
Tabella 3.4: Componenti utilizzate nella reazione di amplificazione 
per ottenere il frammento da 580 bp. 
 
 
Tabella 3.5: Condizioni di amplificazione del frammento da 580 bp. 
 
Il prodotto ottenuto dalla reazione di amplificazione è stato sottoposto ad 
elettroforesi, quindi totalmente caricato su gel di agarosio allo 0,8 % ed 
osservato al transilluminatore. Il frammento da 580 bp è stato ritagliato con 
un bisturi, posto in microtubi eppendorf e purificato da gel, per 
centrifugazione, utilizzando il PureLink® Quick Gel Extraction Kit (Life 
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technologies) come di seguito descritto. Poiché il gel di agarosio era stato 
preparato ad una concentrazione ≤ 2% ed il peso del frammento recuperato 
era inferiore ai 400 mg, nell’eppendorf insieme al gel sono stati aggiunti 1,2 
ml di Gel Solubilization Buffer del kit (L3). L’eppendorf è stato incubato a 
50°C per 15 minuti, agitando ogni 3 minuti e controllando che il frammento 
di gel fosse totalmente disciolto, quindi è stato tenuto a 50°C per altri 5 
minuti. Il gel disciolto è stato prelevato e posto in una colonnina per il 
recupero del frammento (Quick Gel Extraction Column) a sua volta inserita 
all’interno del Wash Tube (entrambi forniti dal kit), si è quindi provveduto a 
centrifugare a 10.000 g per 1 minuti a temperatura ambiente. L’amplificato 
è rimasto nel filtro e il Wash Tube è stato svuotato della soluzione di scarto. 
È stato quindi effettuato un lavaggio aggiuntivo con 500 µl di L3, 
procedendo a centrifugare a 10.000 g per 1 minuto a temperatura ambiente e 
a svuotare nuovamente il Wash Tube. A questo punto nella colonnina sono 
stati aggiunti 700 µl di Wash Buffer (W1), preventivamente addizionato di 
etanolo 100%, e si è lasciato agire la soluzione a temperatura ambiente per 5 
min, procedendo a centrifugare a 10.000 g per 1 minuto a temperatura 
ambiente. Il Wash tube è stato svuotato nuovamente. Allo scopo di 
eliminare totalmente le tracce del W1 è stata effettuata una centrifugazione 
aggiuntiva a 10.000 g per 1 minuto a temperatura ambiente. Quindi la 
colonnina è stata inserita in un “Recovery Tube” per il recupero 
dell’amplificato. Sul filtro della colonnina sono stati aggiunti 50 µl di 
Elution Buffer (E5), è stato lasciato 1 minuto a RT e, quindi si è provveduto 
a centrifugare 2 minuti a 10.000 g. Il prodotto di amplificazione presente 
all’interno del Recovery Tube è stato quantificato allo spettrofotometro 
Biophotometer (Eppendorf) e conservato a -20°C. 
 
3.2.4.2 PCR con oligo contenenti la sequenza del primer T7 
La reazione di PCR è stata eseguita sul cDNA ottenuto con i primer 
T7_102Sl fw e T7_102Sl rv (Tabella 3.6), utilizzando il kit SuperScript™ 
III One-Step RT-PCR System con la Platinum® Taq High Fidelity. La 
reazione è stata assemblata come mostrato nella Tabella 3.7. Le condizioni 
di amplificazione sono indicate nella Tabella 3.8.  
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Tabella 3.6: Primer T7_102Sl fw/rv per ottenere l’amplificato da 
496 bp necessario per la produzione di dsRNA in vitro. 
 
 
Tabella 3.7: Componenti utilizzate nella reazione per la 
produzione del frammento da 496 bp. 
 
 
Tabella 3.8: Condizioni di amplificazione del frammento da 496 bp. 
 
Sono stati prelevati 5 µl dell’amplificato ottenuto che sono stati caricati e 
fatti correre su gel d’agarosio allo 0,8% per valutarne la qualità. Si è quindi 
provveduto a purificare il campione con fenolo-cloroformio portando la 
soluzione di cDNA ad un volume minimo di 100 µl con acqua ed 
aggiungendo 1 volume di una soluzione contenente fenolo e cloroformio in 
proporzione 1:1. Dopo aver miscelato, il campione è stato centrifugato per 2 
minuti a 13.000 g per separare la fase acquosa (contenente gli acidi nucleici) 
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da quella organica. Il surnatante (circa 100 µl) è stato prelevato, posto in un 
microtubo eppendorf e precipitato con l’aggiunta di 0,1 volumi di  sodio 
acetato 3M, pH 5,2 e 2,5 volumi di EtOH 100%. Il tutto è stato miscelato, 
posto a -80°C per 20 minuti e immediatamente centrifugato a 14.000 g per 
30 minuti a 4°C. Il sovranatante è stato eliminato ed il pellet lavato con 
500µl di EtOH 70% per 5 minuti a temperatura ambiente, asciugato e 
risospeso in 20 µl di acqua bidistillata.  
 
3.2.4.3 Trascrizione in vitro delle molecole di dsRNA 
Per la trascrizione in vitro delle molecole di dsRNA è stato utilizzato il 
MEGAscript RNAi kit (Ambion), come descritto nel Capitolo 2. 
3.2.5 RNAi in larve di S. littoralis 
Per effettuare il saggio di RNAi in larve di S. littoralis è stato somministrato 
il dsRNA102Sl previa microiniezioni nella cavità orale, come descritto per 
H. virescens nel Capitolo 2 . 
 
3.2.6 Saggio d’incapsulamento in larve di S. littoralis 
interferite 
In S. littoralis l’esperimento di RNAi è stato condotto somministrando 
oralmente alle larve 4,5 ng, 45 ng, e 450 ng di dsRNA complessivamente 
per tre giorni, in due somministrazioni giornaliere. Per ogni dose di dsRNA 
somministrata è stata realizzata una prova costituita da due tesi: il trattato è 
consistito in larve a cui è stato somministrato dsRNA102Sl; il controllo è 
costituito da larve a cui è stato somministrato dsRNAGFP. Ogni prova è 
stata realizzata in triplicato. Per ogni tesi realizzata 3 larve sono state 
destinate, 12 ore dopo l’ultima somministrazione del dsRNA, al saggio 
d’incapsulamento effettuato come descritto nel Capitolo 2, per valutare 
l'effetto sulla risposta immunitaria, e altre 4 larve sono state destinate ad 
esperimenti di qRT-PCR, per valutare il livello di trascrizione del gene 
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bersaglio. Di queste ultime larve, 2 hanno ricevuto un’iniezione di beads 
cromatografiche CM sepharose fast flow, 12 ore dopo l’ultima 
somministrazione di dsRNA, al fine di valutare il livello trascrizionale in 
condizioni di stimolazione della risposta immunitaria. Dopo 12 ore tutte le 
larve destinate alla qRT-PCR sono state prelevate, lavate in acqua, in EtOH 
75% e acqua RNAsi free, asciugate su carta da filtro autoclavata e congelate 
a –80°C prima di estrarne l’RNA. 
3.2.7 qRT-PCR 
3.2.7.1 Estrazione dell’RNA totale  
L’RNA totale è stato estratto dalle larve di S. littoralis come descritto nel 
Capitolo 2 per H. virescens. 
 
3.2.7.2 Real time PCR: quantificazione relativa 
Per la quantificazione relativa del gene 102, l’RNA totale estratto dalle larve 
di S. littoralis è stato sottoposto a Real Time-PCR (qRT-PCR), utilizzando il 
sistema “Applied Biosystems StepOneTM Real Time-PCR System 
7900HT” a 48 pozzetti e come molecola intercalante del DNA il SYBR® 
Green (Applied Biosistems, Carlsbad, CA, USA). Le coppie di primer 
(Tabella 3.9) sono state disegnate con il software Primer Express, version 
1.0 (PE Applied Biosystems). 
 
Tabella 3.9: Primer utilizzati nella qRT-PCR 
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Le reazioni di amplificazione sono state effettuate in un volume finale di 
20 μl, assemblata come indicato in Tabella 3.10. Il ciclo termico adottato è 
riportato nella Tabella 3.11. 
 
 
Tabella 3.10: Componenti della reazione della qRT-PCR. 
 
 
 
Tabella 3.11: Ciclo standard della qRT-PCR. 
 
3.2.7.3 Quantificazione relativa (metodo CT) 
I valori di Ct delle reazioni qRT-PCR sono stati mediati ed utilizzati per la 
quantificazione del titolo del target con il metodo del CT. La quantità 
media di titolo del target di ciascun gruppo è stata normalizzata con β-Actin 
come controllo endogeno, secondo la formula:  
Ct = Ct(target) – Ct(β-Actin). 
Il valore Ct di ciascun gruppo è stato confrontato con il valore del Ct 
utilizzato come calibratore, come da formula seguente:  
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Ct= Ct(target) - Ct(calibratore). 
La quantità relativa è stata quindi calcolata utilizzando la formula 2
- Ct
.  
Al fine di valutare la sensibilità del metodo sono state confrontate le 
efficienze delle reazioni qRT-PCR per il gene target e per il gene endogeno 
di diluizioni seriali, in triplicato, di un estratto di Rna totale quantificato allo 
spettrofotometro Biophotometer (Eppendorf) (t.q, 1:10, 1:100, 1:1000 e 
1:10000) Per validare il metodo, la retta di regressione ottenuta 
confrontando la quantità di target con i Ct deve avere una curva con 
pendenza <0,1, indicando, così, che le due efficienze sono 
approssimativamente uguali. 
3.2.8 Analisi statistica 
L’analisi statistica dei dati sperimentali è stata effettuata con il software 
Statgraphics plus versione 3.0 (Statgraphics plus, 1997). I dati relativi al 
saggio d’incapsulamento sono stati analizzati con il test One-Way ANOVA, 
i risultati in termini di I.I. sono espressi come valore percentuale ± la 
deviazione standard (SD). I risultati in termini di valori Ct sono stati 
espressi come valore medio ± la deviazione standard (SD). Il test “t” di 
Student è stato usato invece per confrontare le medie ottenute dagli 
esperimenti di qRT-PCR.  
3.3 Risultati 
3.3.1 Identificazione del cDNA 102 in S. littoralis 
L’analisi è stata condotta confrontando la sequenza nucleotidica del cDNA 
102Hv presente in banca dati (accession number: FR751090.1) con 
un’analisi “Blastn”. L’omologo del cDNA 102Hv è stato identificato in una 
libreria EST (Expressed Sequences Tags) ottenuta da antenne di maschio di 
S. littoralis (accession number: FQ016824.1). Il cDNA 102Sl, lungo 1355 
nt, mostra un’identità dell’84% con il cDNA 102Hv, lungo 1804 nt (dati non 
mostrati). Le regioni codificanti (ORF) dei due cDNA102 confrontate con 
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BLAST2 sequences (bl2seq) mostrano un’identità di sequenza pari all’87% 
(Fig. 3.1).  
 
 
Figura 3.1: Allineamento delle sequenze nucleotidiche della ORF del cDNA 102Hv e della 
ORF del suo omologo cDNA 102Sl. Le due sequenze mostrano un’omologia dell’87% . 
 
 
Il cDNA 102Sl codifica per una proteina attesa di 274 aa (P102Sl) 
appartenente alla famiglia XendoU. L’allineamento multiplo della sequenza 
proteica della P102Sl con la P102 di H. virescens (CBY85302.1) di 364 aa 
(P102Hv) e con la proteina di L. obliqua (AAV91433.1) di 280 aa, ha 
mostrato un identità di sequenza amminoacidica del 92% tra la proteina 
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P102Hv e la P102Sl e del 62% tra la P102 Sl e quella di L. obliqua (Fig. 
3.2).  
 
 
Figura 3.2: Allineamento delle sequenze amminoacidiche della proteina XendoU di L. 
obliqua, della P102 di H. virescens del prodotto di traduzione del cDNA dell’omologo del 
gene 102 di S. littoralis. Gli asterischi in rosso indicano identità amminoacidica tra tutte e 
tre le proteine.    
 
3.3.2 Produzione del dsRNA102 di S. littoralis 
Il frammento di cDNA da utilizzare come templato per la produzione del 
dsRNA102 di S. littoralis è stato amplificato tramite PCR, utilizzando 
primer appositamente scelti (con il programma Primer Express, version 1.0 
PE Applied Biosystems), a partire dall’RNA totale estratto dagli emociti di 
larve di S. littoralis di V età, primo giorno. Un’aliquota dell’RNA totale 
ottenuto è stata caricata su gel di agarosio allo 0,8 % in condizioni 
denaturanti per valutarne la qualità (Fig. 3.3). L’RNA ottenuto è stato 
quantificato allo spettrofotometro Biophotometer (Eppendorf) il campione 1 
è risultato 669,8 ng/µl e il campione 2 483,5 ng/µl.  
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Figura 3.3: Lane 1 e 2: RNA totale 
estratto dagli emociti di 10 larve di S. 
littoralis V età primo giorno; M:1kb 
plus ladder (Invitrogen). 
  
A partire dai due campioni di RNA totale è stato preparato il cDNA 
effettuando una RT-PCR utilizzando il RETROscript® Kit (Life 
technologies). I 50 µl della reazione sono stati caricati su gel di agarasio 
0,8% per valutarne la qualità. È stata ottenuta la banda di 580 bp attesa. 
L’amplificato è stato recuperato e purificato da gel ed è stata effettuata una 
lettura allo spettrofotometro Biophotometer (Eppendorf). Il campione 1 
conteneva 33 ng/µl e il campione 2 conteneva 17 ng/µl di cDNA. I campioni 
sono stati sottoposti precipitazione in sodio acetato3M ed EtOH 100%. Il 
cDNA è stato risospeso in 20 µl di acqua bidistillata. È stata effettuata una 
seconda amplificazione sui due campioni, per ottenere una quantità di 
templato più consistente, quindi su gel di agarasio allo 0,8%, sono stati 
caricati 3 µl della reazione per valutare la qualità del templato ottenuto ed è 
stata effettuata la lettura allo spettrofotometro Biophotometer (Eppendorf) 
per la quantificazione. È stata ottenuta la banda di 580 bp attesa (Fig. 3.4).  
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Figura 3.4: Amplificazione del prodotto di RT. 
Lane 1, 2: amplificato ottenuto con i primers 102Sl 
fw/rv (580 bp); M: 1kb plus ladder (Invitrogen).   
 
A partire dall’amplificato di 580 bp è stata effettuata una PCR con gli oligo 
T7, per ottenere il templato di partenza necessario per produrre il 
dsRNA102Sl. Sono state avviate tre reazioni a partire da 5 µl di templato. 
La qualità del templato ottenuto è stata controllata attraverso corsa 
elettroforetica gel di agarosio allo 0.8%. È stata ottenuta la banda di 469 bp 
attesa (Fig. 3.5).  
Si è quindi provveduto alla lettura allo spettrofotometro Biophotometer 
(Eppendorf) per quantificare il templato ottenuto.  
 
 
Figura 3.5: Amplificazione della sequenza da 469 bp con i 
primer T7_102Sl fw e T7_102Sl rv . Lane 1, 2, 3: frammenti 
amplificati con primers T7_102Spli fw/rv; C-: controllo 
negativo della PCR: mix priva di templato.  M:1kb plus ladder 
(Invitrogen). 
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Il prodotto di amplificazione (2 µl) è stato utilizzato come templato per la 
sintesi in vitro delle molecole dsRNA102Sl tramite l’uso del MEGAscript 
RNAi kit. Il dsRNA102Sl (469 bp) ottenuto e purificato è stato sottoposto 
ad una elettroforesi su gel di agarosio 0,8 % e poi quantificato tramite lettura 
allo spettrofotometro Biophotometer (Eppendorf). Sono state avviate 5 
reazioni ottenendo un totale di circa 480 µg di dsRNA. 
 
3.3.3 RNAi in larve di S. littoralis 
La somministrazione orale tramite microiniezione di dsRNA102Sl in larve 
di S.littoralis di V età ha provocato un’inibizione della risposta immunitaria 
cellulare, evidenziata dal mancato incapsulamento delle beads iniettate .  
Le larve trattate mostrano una marcata inibizione dell’incapsulamento delle 
beads (Fig. 3.6a e b) ma, diversamente a quanto osservato in larve di H. 
virescens, non si ha la melanizzazione sistemica e le larve sopravvivono 
regolarmente al trattamento (Fig. 3.7). 
 
 
Figura 3.6: a) Beads iniettate in larve di S. littoralis trattate con dsRNA 
GFP; b) beads iniettate in larve trattate con il dsRNA102Sl. Le beads 
recuperate dalle larve interferite con il dsRNA102Sl risultano 
leggermente melanizzate ma non incapsulate.   
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Figura 3.7: La foto mostra le larve controllo (a sinistra) 
paragonate alle larve trattate con dsRNA102Sl (a destra). Non si 
riscontrano evidenti alterazioni fenotipiche. 
 
I valori ottenuti per l’I.I. (Fig. 3.8) risultano significativamente ridotti per le 
larve trattate con dsRNA102Sl rispetto ai controlli (p<0.001; F= 7916.3; n= 
9), La riduzione della capacità d’incapsulamento risulta molto più marcata 
per i dosaggi di dsRNA102Sl più elevati.  
 
 
Figura 3.8: La somministrazione orale di molecole di dsRNA dirette contro 
il trascritto del gene 102Sl inibisce la risposta d’incapsulamento delle larve di 
S. littoralis. Nel grafico lettere differenti indicano differenze statistiche nel  
test ANOVA (P<0,001). 
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3.3.4 Analisi trascrizionale con RT PCR quantitativa 
(qRT-PCR)   
Per valutare se la somministrazione orale del dsRNA diretto contro il gene 
102 provocasse una risposta RNAi e la sotto-regolazione del gene bersaglio 
nelle larve di S. littoralis interferite, sono stati condotti esperimenti di qRT-
PCR utilizzando il metodo di quantificazione relativa. Per la validazione del 
metodo del ∆∆Ct 5 diluizioni seriali dell’RNA totale (5000; 500; 5; 0,5 e 
0,005 ng) sono state confrontate con i valori dei ∆Ct di 102Sl e β-Actin. La 
curva risultante ha una pendenza < di 0,1 e quindi il metodo è valido. 
(Slope=0.0154; R
2=0.0776). Nell’esperimento larve di S. littoralis iniettate 
oralmente con il dsRNA diretto contro la GFP sono state usate come 
controllo. Nelle larve interferite con i diversi dosaggi di dsRNA102Sl il 
livello del trascritto target risulta significativamente ridotto paragonato con 
quello delle larve controllo (P < 0.0001; t = 5,348; df = 28) (Fig 3.9).  
 
 
Figura 3.9: il livello di trascrizione del gene 102 delle larve trattate con 
dsRNA102Sl è statisticamente differente da quello registrato per le larve 
controllo (P<0,0001) 
 
Nelle larve iniettate oralmente con dsRNA102Sl il cui sistema immunitario 
è stato stimolato dall’iniezione di beads cromatografiche dopo il 
trattamento, il livello del trascritto target risulta significativamente ridotto se 
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paragonato con quello delle larve controllo (P = 0,0009; t = 5,733; df = 28) 
(Fig 3.10).  
 
Figura 3.10: il livello di trascrizione del gene 102Sl delle larve 
interferite è statisticamente differente da quello registrato per le larve 
controllo (P<0,01) 
L’effetto di immunosopressione sembrerebbe associato ad una sotto-
espressione a livello trascrizionale del gene bersaglio.  
 
3.4 Discussione 
Un omologo del gene 102 di H. virescens è stato individuato in S. littoralis, 
attraverso l’analisi bioinformatica delle sequenze EST riportate in banca 
dati. Il cDNA 102Sl mostra un’identità di sequenza dell’84% con il cDNA 
102Hv. La sequenza amminoacidica attesa dalla traduzione mostra che la 
P102Sl presenta il 92% d’identità con la P102Hv e  il 62% con la proteina 
del veleno di larve di L. obliqua.  Tale veleno è secreto da spine urticanti 
presenti sulla cuticola degli stadi larvali di questo lepidottero ed è coinvolto 
in una serie di reazioni che causano alla pelle umana gravi danni tra cui 
dermatiti urticanti, allergie a carico del sistema respiratorio e severe 
sindromi emorragiche (Batista et al., 2003). Queste proteine appartengono 
alla famiglia XendoU, i cui membri sono stati descritti sia nei vertebrati che 
negli invertebrati (Laneve et al., 2008). Alcuni membri della famiglia 
XendoU sono stati inizialmente considerati erroneamente enzimi con attività 
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serin proteasi simile, in realtà essi sono coinvolti in vari percorsi di 
elaborazione dell’ RNA in diversi organismi.  
L’elevata identità di sequenza del cDNA 102 tra H. virescens e S. littoralis 
si accompagna ad una notevole similitudine funzionale, come si desume 
dagli effetti del loro silenziamento sulla risposta immunitaria. Infatti, come 
in H. virescens, il silenziamento del gene 102Sl ha prodotto un fenotipo 
immunosoppresso in cui le beads non sono incapsulate. Tuttavia, nelle larve 
trattate con dsRNA102Sl, la stimolazione immunitaria con iniezione di 
beads non comporta l’attivazione di una reazione di melanizzazione 
sistemica e le larve sopravvivono regolarmente. Questo suggerisce che, pur 
essendo fondamentale per la risposta d’incapsulamento, il gene 102Sl 
interviene in modo differente nella regolazione dei processi di 
melanizzazione, rispetto a quanto osservato in H. virescens. Pertanto, la 
melanogenesi e la deposizione localizzata della melanina in queste due 
specie affini sembrano controllate da meccanismi differenti, che saranno 
oggetto di studi futuri. 
Come osservato anche in H. virescens, in S. littoralis la somministrazione 
del dsRNA102 nella cavità orale produce un effetto RNAi sistemico, 
tuttavia non è possibile dare un’interpretazione certa delle basi molecolari 
che lo rendono possibile, data la scarsa conoscenza dei meccanismi di 
assorbimento gastrico e trasporto dei dsRNAs nei lepidotteri (Huvenne e 
Smagghe, 2010). Le osservazioni raccolte nelle due specie di lepidottero 
oggetto dei nostri studi lasciano supporre che nei lepidotteri, come già 
indicato per D. melanogaster, può esistere un percorso di internalizzazione 
del dsRNA per endocitosi (Saleh et al., 2009; Siomi e Siomi, 2009a, b; Lee 
et al., 2009). Tuttavia, questa è solo una delle tante ipotesi che è possibile 
avanzare sui meccanismi di assorbimento intestinale di dsRNA e necessita 
di un’attenta valutazione sperimentale.  
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CAPITOLO 4 
Sviluppo di possibili strategie per il controllo di 
S. littoralis basate sulla tecnologia RNAi 
 
4.1 Scopo del lavoro 
S. littoralis è uno degli insetti più dannosi in agricoltura, in grado di causare ingenti 
perdite economiche attaccando una vasta gamma di colture (Hill, 1987). Per il suo 
controllo sono stati usati diversi tipi di insetticidi con conseguente sviluppo di 
fenomeni di resistenza (Davies et al., 2007; Mosallanejad e Smagghe 2009). Studi 
recenti hanno anche segnalato la presenza di diversi tipi di resistenza alle tossine Bt 
tra diverse popolazioni di S. littoralis  (Matten et al., 2008). La difficoltà nella lotta 
a questo dannoso fitofago e la sua capacità di sviluppare rapidamente resistenza ai 
mezzi di controllo adottati fa capire quanto sia importante l’individuazione di 
nuove strategie per il suo controllo.  
Il potenziale dell’RNAi come meccanismo di lotta agli insetti ha riscosso notevole 
attenzione, a cominciare dalla dimostrazione che è possibile ottenere il 
silenziamento genico alimentando i fitofagi con piante transgeniche che esprimono 
dsRNAs aventi come bersaglio geni fondamentali per  la sopravvivenza degli 
insetti (Baum et al., 2007; Mao et al., 2007). Il gene 102 sembrerebbe un 
promettente candidato da impiegare in tecniche di controllo utilizzanti tale 
tecnologia. In questo capitolo sono riportate due possibili applicazioni di controllo 
di S. littoralis basate sul silenziamento del gene 102Sl.  
Il primo approccio utilizzato ha riguardato l’applicazione dell’RNAi alle uova di S. 
littoralis attraverso l’immersione delle stesse in soluzioni contenenti diverse 
concentrazioni di dsRNA102Sl. Questo approccio è stato suggerito dalla possibilità 
che il gene 102 possa avere un ruolo nella formazione delle membrane basali degli 
epiteli, così come proposto da Falabella et al. (2012), sulla base di evidenze 
indirette disponibili in letteratura, che indicano come gli emociti intervengano in 
modo significativo in questo processo. Pertanto, la possibilità di potere interferire 
con questo possibile ruolo del gene 102Sl nel processo di formazione delle 
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membrane basali durante l’embriogenesi è sembrata particolarmente interessante 
per approfondire le conoscenze a riguardo e per potere, eventualmente, mettere a 
punto una tecnica di controllo diretta verso stadi di sviluppo molto precoci, con 
ovvi vantaggi ai fini della limitazione del danno da parte di questo fitofago. 
La logica alla base del secondo esperimento di seguito riportato è quella di valutare 
se l'immunosoppressione indotta nelle larve di S. littoralis trattate con il 
dsRNA102Sl (Capitolo 3) possa portare ad un incremento della loro sensibilità a 
patogeni. A tale scopo è stato utilizzato il Bacillus thuringiensis (Bt), 
comunemente adottato per il controllo di lepidotteri, ma che nelle larve mature, in 
condizioni naturali, non esercita un’azione efficace di controllo. Più in generale, 
questo approccio sperimentale, oltre a potenziare l’effetto dei trattamenti Bt su 
stadi di sviluppo poco sensibili, vuole fornire la prova concettuale che il 
silenziamento di questo gene può avere un ruolo importante nel potenziamento 
dell’impatto che gli antagonisti naturali e i patogeni possono avere sugli insetti 
dannosi. Ciò rappresenterebbe una strategia di controllo innovativa, basata non su 
meccanismi tossici con potenziali effetti su organismi non bersaglio, ma 
sull’incremento dell’effetto di contenimento da parte di agenti naturali di controllo 
biologico.  
 
4.2 Materiali e metodi 
4.2.1 Materiale biologico 
 
Le uova e le larve di S. littoralis sono state ottenute dall’allevamento permanente 
del fitofago, in camera climatica a 25 ± 1°C, con umidità relativa pari al 70 ± 5% e 
regime fotoperiodico di 16 ore luce/ 8 ore buio (Capitolo 3). 
4.2.2 RNAi mediata da dsRNA in uova di S. littoralis 
 
Le uova appena deposte di S. littoralis, raccolte da una stessa ovatura, sono state 
private delle scaglie materne che le ricoprivano e sono state utilizzate per condurre 
una prova di RNAi per immersione in 50 µl di una soluzione contenente acqua e 
dsRNA a tre diverse concentrazioni (50 ng/µl, 100 ng/µl and 250 ng/µl). Per ogni 
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concentrazione di dsRNA sono state effettuate tre prove, ciascuna consistente di 
due tesi sperimentali: (1) trattato (immerso in dsRNA102Sl) e (2) controllo 
(immerso in dsRNAGFP). Dopo essere state totalmente immerse per due ore in un 
tubo eppendorf contenente la soluzione di dsRNA, le uova sono state lavate due 
volte con 1 ml di PBS 1X, prelevate con l’ausilio di una pipetta Gilson P1000 con 
puntale tagliato nella parte distale, asciugate su carta da filtro e osservate al 
microscopio ottico. Le uova ancora integre sono state prelevate con l’ausilio di un 
pennello e destinate in parte al biosaggio per la valutazione della sopravvivenza e 
in parte all’estrazione dell’RNA totale per esperimenti di qRT-PCR. 
Le uova destinate al biosaggio sono state poste in piastre Petri, in camera di 
crescita a  25°C, con UR 75 ± 5 % e fotoperiodo di 18 ore luce/6 ore buio per 
valutarne la percentuale di schiusa. Per ogni trattamento le larve neonate ottenute 
sono state poste insieme in vassoi a 32 vaschette (Color-Dec, Italy), insieme con un 
pezzo di dieta artificiale per valutare il tasso di sopravvivenza larvale dalla I età 
alla III età.  
Per ogni concentrazione di dsRNA 3 gruppi di 20 uova destinate alla qRT-PCR 
sono state raccolte a 24, 48 e 72 ore dal trattamento e congelate a a -80°C per 
estrarne l’RNA totale.  
4.2.3 qRT-PCR 
 
L’RNA totale è stato estratto dalle larve e dalle uova di  S. littoralis in TRIzol ® 
Reagent (Invitrogen), come indicato nel Capitolo 3, risospeso in 20 µl di acqua con 
DEPC, visualizzato su gel di agorosio allo 0,8 % in condizioni denaturanti, per 
valutarne l’integrità, quantificato allo spettrofotometro e conservato a -80°C. 
L’RNA totale è stato poi sottoposto a qRT-PCR per determinare la quantità di 
trascritto del gene 102Sl utilizzando le stesse condizioni descritte nel Capitolo 3.  
4.2.4 Impatto di Bacillus thuringiensis Berliner var. 
kurstaki sulle larve di S. littoralis dopo il trattamento 
con dsRNA102Sl 
 
Il biosaggio di alimentazione è stato effettuato su due gruppi di larve di S. littoralis 
di V età primo giorno, alle quali era stato somministrato preventivamente (a partire 
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dal primo giorno fino all’ultimo dalla IV età) 450 ng di dsRNA102Sl (trattato) e 
450 ng dsRNAGFP (controllo), come descritto nel Capitolo 3. Le larve interferite 
sono state alimentate con dieta contenente Delfin® (Dupont), un insetticida 
biologico a base del ceppo SA-11 di B. thuringiensis subspecie kurstaki serotipo 
3a, 3b. La dose di Bt adottata è 53.000 US (=Unità Spodoptera), determinata in 
base a studi condotti su larve di prima età di S. exigua. Le US misurano la potenza 
del prodotto commerciale in rapporto a quella di una preparazione standard 
attraverso un biosaggio in vivo sull’insetto bersaglio (S. exigua). Alla preparazione 
standard viene attribuita una potenza arbitraria e la potenza in US del prodotto è 
data dalla formula:  
 
US = (CL50 standard/ CL50 prodotto) x Potenza standard 
 
Dove CL50 è la concentrazione di prodotto o di standard che uccide il 50% degli 
insetti campione in un biosaggio di laboratorio su substrato semiartificiale (Caroli 
et al., 1998).  
La quantità di Bt somministrata per singola larva è pari a oltre 5 volte la dose 
massima di utilizzo indicata in etichetta per larve di prima età.  
Per entrambi i gruppi di larve è stata realizzata una prova consistente in tre tesi:  
 tesi 1: 30 larve alle quali è stata somministrata dieta addizionata con Bt attivo; 
 tesi 2: 30 larve alle quali è stato somministrata dieta addizionata con Bt† 
inattivato a seguito di sterilizzazione e trattamento ai raggi UV; 
 tesi 3: 30 larve alle quali è stata somministrata dieta addizionata con acqua 
sterile. 
Ogni prova è stata prodotta in triplicato come di seguito descritto. 
Dopo il trattamento con dsRNA, le larve sono state poste singolarmente in vassoi 
da 32 vaschette (Color-Dec, Italy), insieme con un pezzo di dieta artificiale con 
superficie pari ad 1 cm
2 
e spessore 2 mm (la quantità di dieta che una larva di S. 
littoralis di V età riesce a consumare totalmente in 48 ore). Sulla superficie della 
dieta sono stati distribuiti con una micropipetta Gilson, in maniera uniforme, 100 
µl delle tre soluzioni preparate per la prova (Bt, Bt† e acqua sterile). Dopo 48 ore il 
pezzo di dieta è stato sostituito con un pezzo di dieta non trattato. I vassoi sono 
stati posti in camera climatica, a 25°C con un UR 75 ± 5 % e fotoperiodo di 16 ore 
luce/8 ore buio. La sopravvivenza delle larve è stata registrata ogni giorno dopo il 
trattamento, per 15 giorni, ed è terminata quando tutte le larve si sono incrisalidate.   
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4.2.5 Definizione della CL50 del Bt in larve di S. 
littoralis di V età 
 
La CL50 orale per il formulato a base di Bt utilizzato in larve di S. littoralis di V età 
sane è stata definita somministrando alle larve, su dieta, cinque diverse 
concentrazioni di Bt, utilizzando un minimo di 40 larve per dose (da 662,500 US a 
2.650.000 US). Si è provveduto quindi a definire la CL50 di larve di S. littoralis di 
V età trattate con dsRNA, somministrando alle larve su dieta quattro diverse 
concentrazioni di Bt, utilizzando un minimo di 40 larve per dose (da 1000 US a 
1.000.000 US). Per ogni concentrazione il biosaggio è stato effettuato in parallelo 
su larve a cui era stato somministrato rispettivamente il dsRNA102Sl e il 
dsRNAGFP come controllo. 
Le larve (sane e trattate) sono state poste singolarmente in vassoi da 32 vaschette 
(Color-Dec, Italy), insieme con un pezzo di dieta artificiale con superficie pari ad 1 
cm
2 
e spessore 2 mm, sulla cui superficie sono stati pipettati in maniera uniforme 
100 µl delle diverse soluzioni contenenti Bt a diverse concentrazioni. I vassoi sono 
stati posti in camera climatica a 25°C con un UR 75 ± 5 % e fotoperiodo di 16 ore 
luce/8 ore buio. La mortalità è stata osservata a 48 ore dal trattamento.  
 
4.2.6 Analisi statistica 
 
L’analisi statistica dei dati sperimentali è stata effettuato con il software 
Statgraphics plus versione 3.0 (Statgraphics plus, 1997). I risultati in termini di 
valori Ct sono stati espressi come valore medio ± la deviazione standard (SD). Il 
test t di Student è stato usato per confrontare le medie ottenute dagli esperimenti di 
qRT-PCR.  
I dati relativi alla schiusa delle uova sono stati analizzati con il test del χ2. Per 
comparare le curve di sopravvivenza è stato usato il Log-rank (Mantel-Cox) test. 
Per calcolare la DL50 è stata effettuata un’analisi probit come indicato da Finney 
(1971). 
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4.3 Risultati 
4.3.1 RNAi sulle uova di S. littoralis  
 
La percentuale di schiusa delle uova osservata 4 giorni dopo il trattamento per 
immersione in una soluzione contenente dsRNA102Sl è risultata significativamente 
più bassa rispetto a quella contenente dsRNAGFP come controllo (Fig. 4.1) 
(P<0.0001; X
2
=214,6; df=3).  
 
 
Figura 4.1: Il trattamento con dsRNA102Sl in uova di S. littoralis riduce in maniera 
significativa la loro percentuale di schiusa. L’asterisco indica differenze significative 
(P ≤ 0.0001). 
 
Le larve ottenute dalle uova trattate con il dsRNA102Sl hanno mostrato una 
significativa riduzione del tasso di sopravvivenza, tra la I e la III età, rispetto al 
controllo (Fig. 4.2) (P<0.0001; M=35,65) 
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Figura 4.2: Le larve ottenute dalle uova trattate mostrano un ridotto tasso di 
sopravvivenza. L’asterisco indica differenze significative (P ≤ 0.0001). 
 
L’analisi qRT-PCR ha mostrato che l’incremento di mortalità riscontrato è 
associato ad un significativo decremento dei livelli del trascritto del gene 102Sl, a 
tutte le dosi di dsRNA102Sl considerate: 50 ng/µl: (P=0.0085; t=4.829; df=4); 100 
ng/µl: (P=0.0056; t=3.750, df=8); 250 ng/µl: (P=0.0128; t=4.284, df=4) (Fig. 4.3).  
 
 
Figura 4.3: L’espressione del gene 102Sl nelle uova di S. littoralis risulta 
significativamente ridotta dopo il trattamento con dsRNA102Sl comparato con il 
controllo. La barra di errore indica la deviazione standard. L’asterisco indica 
differenze statisticamente significative. (*P≤ 0.05; **P≤ 0.01). 
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Questi risultati, nel loro complesso, indicano che il gene 102Sl gioca un ruolo 
importante durante lo sviluppo embrionale e il suo silenziamento interferisce con la 
regolare schiusa, che, quando avviene, dà origine a larve caratterizzate da minore 
capacità di sopravvivenza. 
 
4.3.2 Impatto del Bt sulle larve di S. littoralis dopo il 
trattamento con dsRNA102Sl 
Il biosaggio di alimentazione su dieta contenete Bt è stato effettuato 
utilizzando larve trattate con il dsRNA102Sl e larve controllo. Le larve 
trattate mostrano un tasso di sopravvivenza, dopo il trattamento con il Bt, 
significativamente più basso rispetto al controllo (Fig. 4.4) (P< 0.0001; 
M=162,3). Nel grafico non sono mostrati i risultati relativi alle larve a cui è 
stata somministrata acqua per una questione di praticità. 
 
 
Figura 4.4: Impatto del Bacillus thuringiensis dopo il trattamento di RNAi. 
L’asterisco indica significatività statistica (*P ≤ 0.001). 
 
È interessante notare come alla dose di Bt adottata, ritenuta attiva sulle larve 
di prima e seconda età del nottuide, la sensibilità quasi nulla delle larve 
mature scompare dopo il trattamento con il dsRNA102Sl e si nota un 
ragguardevole livello di sensibilità al Bt delle larve interferite. Per 
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quantificare meglio quale fosse l’incremento potenziale dell’attività 
insetticida del Bt in conseguenza all’RNAi è stata determinata la CL50 per 
larve mature di S. littoralis sottoposte a trattamento con dsRNA102Sl 
(Tabella 4.1). Sono state utilizzate quattro diverse concentrazione di Bt 
utilizzando 40 larve per dose (espressa in US), e la mortalità osservata a 48h 
dal trattamento ha fatto registrare un evidente effetto sinergico fra 
trattamento con dsRNA102Sl e Bt, che ha determinato una riduzione di 3 
volte rispetto alla DL50 registrata nelle larve controllo. 
 
4.4 Discussione 
 
L’immersione delle uova di S. littoralis in una soluzione contenete dsRNA 
diretto contro il gene 102Sl ha prodotto un effetto RNAi alle diverse dosi 
considerate, con una riduzione della percentuale di schiusa delle uova dose-
dipendente e un’elevata mortalità delle larve ottenute dalle uova trattate con 
dsRNA102Sl. Il fenotipo osservato è associato ad una riduzione del 
trascritto del gene 102Sl, tuttavia, per la concentrazione più elevata (250 
ng/µl) tale riduzione risulta più bassa rispetto alle concentrazioni di dsRNA 
inferiori. Questo confermerebbe che non sempre applicando una 
concentrazione di dsRNA più alta di quella ottimale si ottiene un 
silenziamento maggiore (Meyering-Vos e Muller, 2007; Shakesby et al., 
2009) e potrebbe essere spiegato dall’esistenza di un efficiente feedback di 
regolazione del gene 102 che potrebbe andare a contrastare il totale 
esaurimento dei livelli di mRNA attraverso un aumento del tasso di 
trascrizione (Belles, 2010) che, tuttavia, in presenza di dsRNA non consente 
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al gene di ripristinare i livelli di trascritto presenti in condizioni normali. In 
ogni modo resta da indagare quale sia la funzione di questo gene nello 
sviluppo embrionale. L’ipotesi è che esso sia presumibilmente coinvolto nei 
processi di formazione di diversi tessuti nell’embrione e nella giovane larva, 
entrando nella costituzione delle membrane basali, come suggerito da 
Falabella et al. (2012). I risultati qui riportati sembrano corroborare questa 
ipotesi, la cui validità necessita di essere approfondita con studi funzionali 
più mirati. Inoltre, resta da valutare se la mortalità riscontrata nelle larve tra 
la prima e la terza età larvale sia imputabile ad un effetto RNAi trasmissibile 
da uno stadio allo stadio successivo, come già riportato in T. castaneum 
(Tomoyasu e Denell, 2004). La valutazione di questo aspetto sarebbe 
particolarmente importante per comprendere il funzionamento della risposta 
RNAi in questa specie e, più in generale, nei lepidotteri ad essa affini. La 
tecnica sembra molto interessante dal punto di vista applicativo ma richiede 
ancora molte indagini perché essa possa essere utilizzata proficuamente in 
nuove strategie di controllo. 
La scoperta del Bt come agente di controllo degli insetti dannosi ha 
permesso la diffusione dell’uso in agricoltura e in ambito forestale e urbano 
di biopesticidi che hanno fornito una valida alternativa agli insetticidi 
chimici (Navon, 1993). Diversi studi presenti in letteratura mostrano una 
riduzione della tossicità del Bt negli dai primi stadi larvali agli ultimi, per 
cui nelle larve mature il Bt risulta scarsamente efficace (Ali e Young, 1996; 
Bauer, 1990, 1992; Ferro e Lyon. 1991;  James et al., 1999; Keller et al.,  
1996 Lorence et al.,1995; Salama et al., 1995; Van Frankenhuyzen et al., 
1991; Wierenga et al., 1996). In Spodoptera spp., le cause di tale fenomeno 
sono riconducibili ad un incremento dell’attività di specifiche proteasi negli 
stadi più avanzati e da una variazione della densità dei recettori per alcune 
delle tossine Cry durante lo sviluppo larvale (James et al., 1999; Keller et 
al.,  1996). In diversi lepidotteri è stata riportata una modificazione della 
struttura dei recettori delle tossine del Bt nei diversi stadi larvali (Rausell et 
al., 2000). Attualmente vi sono in commercio bioformulati contenenti 
diverse tossine Cry (provenienti da sierotipi di Bt differenti) miscelate 
insieme, al fine di limitare parzialmente il problema causato dall’instaurarsi 
di questi cambiamenti associati allo sviluppo.  
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I fenotipi immunosoppressi ottenuti con il trattamento mediante 
somministrazione orale del dsRNA102Sl (Capitolo 3) mostrano una 
sensibilità superiore al Bt attivo, paragonata non solo alle larve controllo ma 
anche al fenotipo immunosoppresso trattato con Bt inattivato (Fig. 4.4). 
Inoltre il trattamento con dsRNA102Sl riduce di 3 volte la CL50 del prodotto 
commerciale a base di Bt utilizzato. Quanto osservato è imputabile ad un 
effetto sinergico della soppressione genica e della tossina attiva del Bt. 
Pertanto, si potrebbe ipotizzare che una pur ridotta efficacia della tossina sia 
compensata da una maggiore aggressività della setticemia che si instaura, 
grazie alla minore capacità di difesa immunitaria che mostrano le larve 
trattate con dsRNA102Sl. Questa ipotesi necessita del supporto di ulteriori 
dati sperimentali. 
La possibilità di aumentare la sensibilità del nottuide al Bt, attraverso la 
somministrazione del dsRNA102Sl, potrebbe influenzare significativamente 
l’efficacia dei formulati commerciali già presenti in commercio e quello 
delle piante transgeniche esprimenti la tossina. La tecnologia RNAi 
proposta apporterebbe inoltre un grande vantaggio nell’utilizzo del Bt, che 
risulterebbe efficace su tutti gli stadi larvali del nottuide. Inoltre, il possibile 
effetto di potenziamento di altri patogeni naturali andrebbe attentamente 
valutato per definire in modo più completo il reale impatto della tecnologia 
di controllo qui proposta.  
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CONCLUSIONI 
La caratterizzazione funzionale dei geni codificati dal TnBV nelle larve di 
H. virescens parassitizzate da T. nigriceps ha permesso di isolare il trascritto 
virale non codificante rc5’ntTnBV inverso e complementare alla regione 5’ 
non tradotta del gene 102 (5’nt102), altamente espresso negli emociti 
dell’ospite. Il fatto che l’espressione di questo gene, presumibilmente 
coinvolto nella risposta immunitaria, risultasse sottoregolata negli emociti 
delle larve di H. virescens parassitizzate, ha portato ad ipotizzare l’esistenza 
di un  meccanismo di silenziamento genico naturale mediato dal trascritto 
virale non codificante.  
Per meglio comprendere il significato funzionale del fenomeno di 
regolazione genica ipotizzato è stato necessario definire il ruolo del gene 
102 nella fisiologia di H. virescens (Capitolo 1). Studi condotti in vitro e in 
vivo hanno dimostrato che tale gene ha un ruolo chiave nel sistema 
immunitario dell’insetto ed è coinvolto nella localizzazione del processo di 
melanizzazione nella capsula emocitaria che viene a formarsi  intorno agli 
oggetti estranei. Tale processo è mediato dalla produzione di fibre amiloidi,  
a partire da frammenti della proteina codificata dal gene 102 (P102), in 
ampie cisterne del reticolo endoplasmatico rugoso di granulociti e 
sferulociti. Solamente in seguito allo stimolo immunitario le fibre amiloidi 
vengono rilasciate sulla superficie del corpo estraneo dove vanno a formare 
uno strato che funge da impalcatura molecolare per la sintesi localizzata 
della melanina e l’incapsulamento. Tali risultati dimostrano, per la prima 
volta, che le fibre amiloidi hanno ruolo funzionale chiave nell’immunità 
dell’insetto (Falabella et al., 2012).  
Il gene 102 è pertanto fondamentale nella risposta immunitaria cellulare. Il 
trascritto non codificante rc5’ntTnBV, concorrerebbe attivamente alla 
soppressione del sistema immunitario di H. virescens, svolgendo un ruolo 
regolativo nell’espressione di tale gene, presumibilmente utilizzando un 
meccanismo RNAi.  
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Il significato funzionale di questo trascritto virale non codificante è stato 
verificato utilizzando la tecnica dell’RNAi mediata da dsRNA (Capitolo 2). 
Gli esperimenti hanno fornito l’evidenza indiretta della possibilità che il 
silenziamento del gene 102 in vivo possa effettivamente contribuire in modo 
significativo alla sindrome immunosoppressiva osservata nelle larve 
parassitizzate di H. virescens, che presentano livelli di espressione del gene 
102 ridotti in corrispondenza dell’aumento del trascritto virale non 
codificante (Pennacchio et al., dati non pubblicati). Le larve di H. virescens 
a cui è stato somministrato il dsRNA con microiniezioni orali (ma non con 
microiniezioni nella cavità emocelica) mostrano un fenotipo 
immunosoppresso, che riproduce in parte la sindrome osservata nelle larve 
parassitizzate da T. nigriceps (Fig 2.9). Il silenziamento del gene 102 è in 
grado di causare non solo il mancato incapsulamento delle beads 
cromatografiche (Fig 2.8) ma anche una melanizzazione sistemica e letale 
(Fig 2.10). Questo risultato conferma che le amiloidi derivanti dalla proteina 
102 sono responsabili della localizzazione delle reazioni coinvolte nella 
melanogenesi e dell’attivazione dell’incapsulamento da parte degli emociti 
(Falabella et al., 2012). La differente risposta alla somministrazione 
emocelica del dsRNA rispetto a quella orale potrebbe essere dovuta a 
diverse condizioni degradative, alla presenza di differenti capacità di 
assorbimento del dsRNA e alla trasmissione sistemica del segnale di RNAi 
(Belles, 2010; Terenius et al., 2011). Verosimilmente, l’esito finale degli 
esperimenti effettuati dipende da un equilibrio dinamico fra processi 
degradativi e di assorbimento di molecole di dsRNA di dimensione idonea 
ad innescare una risposta RNAi, come discusso nel Capitolo 2.  
La funzione svolta dal gene 102 lascia ipotizzare che, come noto per la 
maggior parte dei geni coinvolti nei meccanismi di difesa, essa possa essere 
conservata anche in specie di lepidotteri correlate. Un omologo del gene 102 
è stato individuato attraverso analisi bioinformatiche in S. littoralis, una 
specie di interesse economico presente anche in Italia, al fine di potere 
trasferire proficuamente eventuali risultati di rilevanza applicativa (Capitolo 
3). Il silenziamento del gene 102Sl infatti ha permesso, come in H. 
virescens, l’ottenimento di un fenotipo immunosoppresso in cui le beads 
non sono incapsulate (Fig. 3.6), tuttavia nelle larve interferite non è stata 
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osservata una reazione di melanizzazione sistemica e le larve sopravvivono 
regolarmente (Fig. 3.7). Questo suggerisce che l’elevata identità di sequenza 
del cDNA 102 tra H. virescens e S. littoralis (Fig. 3.1) si accompagna ad 
una notevole similitudine funzionale, tuttavia, pur essendo fondamentale per 
la risposta d’incapsulamento, il gene 102Sl interviene in modo differente 
nella regolazione dei processi di melanizzazione, rispetto a quanto osservato 
in H. virescens. Ciò indica che la melanogenesi e la deposizione localizzata 
della melanina in queste due specie affini possono essere controllate da 
meccanismi differenti, che saranno oggetto di studi futuri. 
Le osservazioni raccolte nelle due specie di lepidottero oggetto dei nostri 
studi lasciano supporre che nei lepidotteri, come già indicato per D. 
melanogaster, possa esistere un percorso di internalizzazione del dsRNA 
per endocitosi (Saleh et al., 2009; Siomi e Siomi, 2009a, b;. Lee et al, 
2009). Tuttavia, questa è solo una delle tante ipotesi possibili sui 
meccanismi di assorbimento intestinale di dsRNA, che necessita di 
un’attenta valutazione sperimentale, anche nell’ottica che la conoscenza in 
dettaglio dei fenomeni di assorbimento e trasporto nelle specie di interesse è 
premessa indispensabile per lo sviluppo di strategie di controllo basate su 
tecnologie RNAi. Il gene 102 sembrerebbe un promettente candidato da 
impiegare in tecniche di controllo utilizzanti tale tecnologia. Sono state 
realizzate due possibili applicazioni di controllo di S. littoralis basate sul 
silenziamento del gene 102Sl utilizzando due approcci differenti (Capitolo 
4).  
In un primo esperimento è stato dimostrato che è possibile attivare il 
silenziamento genico di uova di S. littoralis immergendole in una soluzione 
contenente dsRNA. La sottoespressione del gene 102 negli embrioni (Fig. 
4.3) causa una riduzione del tasso di schiusa delle uova (Fig. 4.1) ed 
un’elevata mortalità delle larve ottenute dalle uova interferite tra la prima e 
la terza età larvale (Fig. 4.2). La comprensione del ruolo del gene 102 nello 
sviluppo embrionale necessita di ulteriori indagini, ma si può ipotizzare che 
esso sia presumibilmente coinvolto nella costituzione delle membrane 
basali, come suggerito da Falabella et al. (2012) sulla base di evidenze 
indirette disponibili in letteratura, che indicano come gli emociti 
intervengano in modo significativo in questo processo (Akai e Sato, 1973; 
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Beaulaton, 1968; Sass et al., 1994;. Wigglesworth, 1973, Nardi e Miklasz, 
1989). Anche questa ipotesi necessita di ulteriori approfondimenti attraverso 
studi funzionali mirati. La tecnica sembra molto interessante dal punto di 
vista applicativo e potrebbe permettere di mettere a punto una tecnica di 
controllo diretta verso stadi di sviluppo molto precoci, con ovvi vantaggi ai 
fini della limitazione del danno da parte di questo fitofago, ma richiede 
ancora molte indagini perché essa possa essere utilizzata proficuamente in 
nuove strategie di controllo. 
Un secondo esperimento ha permesso di constatare che i fenotipi 
immunosoppressi, ottenuti somministrando dsRNA102Sl alle larve di S. 
littoralis, mostrano un incremento della loro sensibilità al Bt, potenziandone 
l’effetto su stadi di sviluppo poco sensibili (Fig. 4.4). La possibilità di 
aumentare la sensibilità del nottuide al Bt, attraverso la somministrazione 
del dsRNA102Sl, potrebbe influenzare significativamente l’efficacia dei 
formulati commerciali già presenti in commercio (Tabella 4.1) e quello delle 
piante transgeniche esprimenti la tossina su tutti gli stadi larvali del 
nottuide. Ciò rappresenterebbe una strategia di controllo innovativa 
sull’incremento dell’effetto di contenimento da parte di agenti naturali di 
controllo biologico. Inoltre, il possibile effetto di potenziamento di altri 
patogeni naturali andrebbe attentamente valutato per definire in modo più 
completo il reale impatto della tecnologia di controllo che si propone.  
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APPENDICE 
Nell’ambito dell’attività di ricerca svolta durante il corso di dottorato, è stata 
sviluppata una collaborazione con l’Arterra Bioscience, azienda interessata 
all’applicazione di nuove tecnologie di controllo basate sull’uso del 
silenziamento genico mediato da RNAi. Tale attività risulta perfettamente 
congrua con gli obiettivi scientifici del progetto di dottorato, essendo 
relativa allo sviluppo di piante transgeniche esprimenti dsRNA per il 
controllo di S. littoralis.  
Il target scelto per gli esperimenti effettuati è stato individuato tra i geni 
codificanti per recettori accoppiati alle proteine G (GPCR). Essi sono 
recettori con 7 domini transmembrana e utilizzano proteine G 
eterotrimeriche per trasdurre il segnale nelle cellule, attivando effettori 
enzimatici localizzati a livello della membrana plasmatica e/o nel 
citoplasma (Woehler e Ponimaskin 2009; Marinissen e Gutkind 2001). I 
GPCR sono membri di una grande famiglia di proteine che giocano un ruolo 
chiave nella regolazione delle attività cellulari e del metabolismo, presenti 
in tutti gli animali. 
Anche negli insetti lo studio dei recettori GPCRs può essere molto 
interessante per lo sviluppo di nuove strategie di controllo dei parassiti. 
Diversi studi hanno evidenziato che il coinvolgimento di geni GPCR è vitale 
in molti processi nei Lepidotteri, ma nessuno di questi ha mai riportato 
analisi in vivo per convalidare le loro funzioni. Tra tutti i 250 GPCR fin ora 
identificati negli insetti, maggior interesse è stato riscosso dai recettori 
dell’octopamina, che sono ancora utilizzati in procedure di screening per 
l'identificazione nuovi insetticidi (Ohta et al., 2012). 
Anche i recettori dei neuropeptidi possono rappresentare bersagli appetibili 
per il controllo degli insetti, perché hanno un ruolo fondamentale nella 
regolazione dei processi fisiologici vitali (Costa et al., 2001). In particolare, 
i recettori dell'ormone diuretico (DHRs) sono essenziali per la regolazione 
dell’equilibrio idro-salino in quanto, se stimolati, determinano 
l’eliminazione dell’acqua e ne inibiscono il  riassorbimento nell'intestino.  
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Nell’articolo che segue, per la prima volta, è descritto l'uso di un dsRNA 
nelle piante, per ridurre l'espressione di un gene GPCR in vivo. L’efficacia 
della tecnologia RNAi mediante alimentazione è già stata dimostrata in 
diversi studi ed ha permesso di ottenere il silenziamento genico in diverse 
specie di Spodoptera (Terenius et al., 2011), ma pochi sono gli esempi in 
cui sono utilizzate piante transgeniche esprimenti dsRNAs (Zhu et al., 
2012).  
Dall'analisi del genoma di B. mori, 5 geni putativi DHR sono stati 
identificati nei Lepidotteri (Fan et al., 2010) di cui 4 sono simili ai  recettori 
calcitonina dei vertebrati e di Drosophila (Johnson et al., 2005;. Mertens et 
al., 2005), mentre il gene BmDHR (Ha et al., 1999) è stato caratterizzato 
come omologo di due recettori DH44 Drosophila (Hector et al., 2009). 
Allo scopo di utilizzare DHR nelle strategie di controllo degli insetti, è stato 
clonato il gene omologo di BmDHR in S. littoralis (Spoli-DHR) ed è stato 
studiato il suo ruolo potenziale in vivo utilizzando la tecnologia RNAi.  
Gli esperimenti condotti hanno dimostrato che, alimentando le larve di S. 
littoralis su piante di tabacco transgenico (Nicotiana tabacum) che 
esprimono molecole di dsRNA corrispondenti al gene Spoli-DHR, si ottiene 
una riduzione del livello di trascrizione del gene bersaglio, provocando un 
aumento della mortalità degli insetti. I risultati suggeriscono che la 
regolazione dell'espressione del gene DHR in S. littoralis è essenziale per il 
sopravvivenza dell'insetto, e che questo recettore, costantemente espresso 
durante lo sviluppo larvale, può essere un facile bersaglio per l’RNAi. Tale 
gene è, pertanto, un buon candidato per il controllo di questo fitofago. 
Sebbene il metodo più utilizzato per somministrare dsRNAs nei Lepidotteri 
sia ancora oggi la microiniezione (Quan et al., 2002), nei nostri esperimenti 
con S. littoralis questo metodo non ha dato risultati riproducibili. Questo è 
in accordo sia con l’elevata variabilità osservata in diversi esperimenti basati 
sulla tecnologia RNAi effettuati nei lepidotteri (dati non pubblicati, discussi 
in Terenius et al., 2011), sia con i tentativi di silenziare i geni coinvolti nella 
segnalazione ormonale in S. littoralis (Iga e Smagghe, 2010), sia con i dati 
ottenuti nella presente tesi. Gli stadi larvali di Spodoptera spp. sono spesso 
refrattari all’RNAi somministrato per microiniezione, e mostrano una 
differente suscettibilità nei confronti di questa tecnologia, in funzione del 
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tipo e del livello di espressione del gene da silenziare. D'altra parte, in 
questo lavoro è stato dimostrato che l'efficacia della tecnologia RNAi 
utilizzando dsRNA espresso in pianta è molto più robusta ed affidabile, e 
permette di ottenere risultati sempre coerenti. 
In conclusione, i risultati descritti in questo articolo suggeriscono che il 
gene Spoli-DHR è di importanza vitale per S. littoralis e quindi può essere 
sfruttato come bersaglio di nuove strategie di controllo dei parassiti. Due 
potenziale applicazioni emergono da questo studio: i) l'utilizzo di piante 
transgeniche esprimenti dsRNA diretto contro il gene Spoli-DHR, e ii) lo  
sviluppo di una piattaforma High Throughput Screening (HTS), per la 
ricerca di potenziali modulatori dell’attivita del gene Spoli-DHR, da 
utilizzare nello sviluppo di insetticidi nuovi e selettivi per il controllo di S. 
littoralis. 
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L’articolo che segue è in pubblicazione sulla rivista “Journal of Insect 
Science”.
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